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RESUME  La  chromatine  est  une  structure  dynamique,  qui  peut  être modulée  par  divers mécanismes,  dont  la  méthylation  des  histones.  L’état  plus  ou  moins  compacté  de  la chromatine  est  une  composante  importante  de  la  régulation  de  la  transcription  des gènes.  L’objectif  de  ma  thèse  a  été  de  déterminer  le  rôle  de  l’histone  déméthylase JMJD2A dans  le  contrôle de  l’expression des gènes dont  l’activation est associée à une déméthylation de la  lysine 9 de l’histone H3 (H3K9). La  différenciation musculaire  est  caractérisée  par  une  sortie  du  cycle  cellulaire (associée  à  la  répression  des  gènes  cibles  de  E2F)  suivie  de  l’induction  de  gènes spécifiques  du  muscle.  Dans  ce  cadre,  j’ai  mis  en  évidence  l’existence  d’une  nouvelle isoforme  de  JMJD2A  induite  lors  de  la  différenciation  musculaire  et  essentielle  à  ce processus.  Ce  nouveau  variant,  appelé  ΔN‐JMJD2A,  est  une  forme  tronquée  en  N‐terminal  de  la  protéine  pleine  taille  produite  à  partir  d’un  ARNm  interne  au  gène JMJD2A. Une  approche par   perte  de  fonction  (siRNA)  et  puces  d’expression  a montré que cette petite isoforme est nécessaire à l’expression des gènes musculaires ainsi qu’au bon déroulement du processus global de différenciation musculaire, alors que la forme pleine taille n’est pas requise. ΔN‐JMJD2A est recrutée sur le promoteur de la myogénine (facteur de  transcription  essentiel  à  la  différenciation)  et  participe  à  la  déméthylation locale de H3K9 lors de l’induction transcriptionnelle de ce gène. Des analyses à grande échelle  (ChIP  on  chips)  menées  dans  des  cellules  prolifératives  ou  différenciées  ont également permis d’identifier les gènes cibles de JMJD2A dans ce modèle.  D’autre part, ΔN‐JMJD2A est aussi impliquée dans le contrôle du cycle cellulaire. En effet, la déplétion des deux isoformes de JMJD2A (par siRNA) induit une inhibition de la prolifération caractérisée par un arrêt à la transition G1/S, tandis que la déplétion de la  protéine  pleine  taille  seule  n’a  pas  d’effet.  De  plus,  seule  la  surexpression  de  ΔN‐JMJD2A  (et pas de  la  forme pleine  taille)  confère  aux  cellules un  avantage prolifératif. Des expériences d’immunoprécipitation de chromatine (ChIP) montrent que JMJD2A est recrutée au niveau des promoteurs des gènes cibles de E2F en corrélation l’induction de leur expression, suggérant que le rôle de ΔN‐JMJD2A dans le contrôle du cycle cellulaire passe par la régulation des gènes cibles de E2F, impliqué dans l’entrée et l’avancée des cellules en phase S. 
 
   
Dans  leur  ensemble,  les  résultats  obtenus  au  cours  de  ma  thèse  mettent  en évidence  le  rôle  crucial  de ΔN‐JMJD2A  à  la  fois  dans  le  contrôle  de  la  différenciation musculaire  et  de  la  prolifération  cellulaire,  soulignant  l’importance  des  variants d’enzymes  de modification  sans  activité  catalytique  dans  la  régulation  de  l’expression des gènes. 
 
   
SUMMARY   Chromatin modifications, such as histone methylation, are key components in the transcriptional control of gene expression. During my PhD, I investigated the function of the JMJD2A histone demethylase in the regulation of gene expression.  During  skeletal muscle  differentiation,  determined  cells  exit  from  the  cell  cycle and the expression of tissue‐specific genes is induced. In this context, I described for the first  time  the existence of a second variant of  the histone demethylase  JMJD2A and  its essential role in the regulation of muscle specific genes transcription. Indeed, I showed that  a  short  isoform  of  JMJD2A  truncated  for  the  N‐terminal  demethylase  domain  is induced  during  differentiation.  This  isoform,  called  ΔN‐JMJD2A,  is  necessary  for  the differentiation process through regulation of muscle specific genes expression, at a step earlier  than  myogenin  induction.  Although  JMJD2A  short  isoform  does  not  contain  a demethylase  domain,  its  role  on muscle  gene  expression  is  direct,  being  recruited  on myogenin promoter at the onset of differentiation to demethylate H3K9, suggesting that it recruits another demethylase specific of H3K9. Genome wide targets of JMJD2A were also identified in proliferative and differentiated cells by ChIP on chip.    In  addition,  other  results  show  that  ΔN‐JMJD2A  regulates  cell  proliferation. Indeed,  the  depletion  of  both  isoforms  of  JMJD2A  leads  to  proliferation  defects, characterized  by  an  accumulation  of  the  cells  in  G1  phase,  whereas  the  depletion  of JMJD2A  full  length  only  does  not.  Moreover,  cells  that  overexpress  ΔN‐JMJD2A  grow faster than control cells or cells expressing JMJD2A full lenght. ChIP experiments showed that JMJD2A is recruited on some E2F‐target genes in correlation with the induction of their  expression,  suggesting  that  it  can  participate  to  their  regulation  during  the  cell cycle.  Globally,  this  work  uncovers  the  existence  of  a  new  isoform  of  JMJD2A,  ΔN‐JMJD2A,  and  highlights  its  role  in  the  control  of  muscle  differentiation  and  cell proliferation. It also underlines the importance of catalytic variants of histone modifying enzymes in transcriptional regulation. 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Figure 1: Structure du nucléosome 
Résolution de la structure du nucléosome (2,8A). La double hélice d’ADN est représentée en 
marron et turquoise, les histones H3, H4, H2A et H2B en bleu, vert, jaune et rouge 
respectivement. Tiré de Luger et al., Nature, 1997. 
  1 
INTRODUCTION  
A La chromatine   La  molécule  d’ADN  constitue  le  support  de  l’information  génétique.    Chez  les eucaryotes,  l’ADN  est  intégré  au  sein  d’un  complexe  nucléo‐protéique  appelé “chromatine”,  permettant  ainsi  de  contenir  l’ensemble  du  génome  (environ  2  mètres pour le génome humain) dans le noyau d’une cellule d’environ 5µm.  La  fonction de cette  structure est multiple. Dans  le noyau,  la  chromatine peut adopter une  conformation  plus  ou  moins  compactée,  donnant  naissance  à  des  territoires chromatiniens définis par leur niveau de compaction  en interphase: l’hétérochromatine et  l’euchromatine. De plus,  la structure chromatinienne présente  la particularité d’être très  dynamique  et  permet  donc  de  réguler  l’accessibilité  à  l’ADN,  constituant  ainsi  un élément crucial de la régulation des processus nécessitant un accès à l’ADN, tels que la réplication, la transcription ou la réparation de l’ADN.  
1 Structure de la chromatine   a Le nucléosome  La  chromatine  est  formée par  l’assemblage de  la  double  hélice  d’ADN avec  des petites protéines de 11 à 14 kD, les histones, identifiées pour la première fois en 1884. Riches  en  résidus  basiques,  elles  sont  chargées  positivement,  ce  qui  permet  des interactions de type électrostatique avec l’ADN. L’unité de base de la chromatine est  le nucléosome,  constitué  par  l’enroulement  de  147  paires  de  bases  d’ADN  autour  d’un octamère  d’histones H3,  H4 H2A  et H2B  (figure  1).  Chaque  octamère  est  composé  de deux dimères H3‐H4 agencés en tétramère stable au centre du nucléosome encadré par un dimère H2A‐H2B de chaque côté, structure décrite pour la première fois à la fin des années 70 puis caractérisée à haute résolution en 1997 (Luger et al. 1997). Ces histones appelées « histones de cœur » sont caractérisées par un domaine globulaire constitué de 3 hélices alpha reliées par 2 courtes boucles, qui leur permet d’interagir entre elles, ainsi que  par  la  présence  d’une  queue N‐terminale  non  structurée  d’une  trentaine  d’acides 
Figure 2: Représentation des niveaux supérieurs de compaction de la chromatine. 
Tiré de Felsenfeld et al., Nature, 2003. 
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aminés qui émerge du nucléosome et peut subir différents types de modifications post traductionnelles. Le nucléosome est stabilisé par la présence de l’histone de liaison H1 (histone    « linker »  de  21  kD)  positionnée  au  point  d’entrée‐sortie  de  l’ADN  enroulé autour des histones de coeur (Campos and Reinberg 2009).    b Les niveaux supérieurs de compaction  L’enchaînement des nucléosomes  constitue  la  fibre de 11 nm,  structure dite  en « collier de perles », qui va ensuite s’enrouler sur elle même pour former une fibre de 30 nm  de  diamètre.  Cependant,  la  structure  tridimensionnelle  précise  et  le  mécanisme exact  de  formation  de  cette  fibre  sont  encore  débattus  (Tremethick  2007).  La compaction de  la chromatine atteint un niveau maximum en mitose, avec  la  formation des  chromosomes  métaphasiques  (figure  2  (Felsenfeld  and  Groudine  2003)).  Ces structures très condensées sont caractérisées par l’organisation de la fibre de 30 nm en boucles sur un squelette protéique contenant notamment les protéines SMC (Wood et al. 2010; Woodcock and Ghosh 2010). Les  différents  niveaux  de  compaction  permettent  la  définition  de  domaines chromatiniens  en  interphase :  l’hétérochromatine  et  l’euchromatine,  que  l’on  peut distinguer  dans  le  noyau  après  incorporation  d’intercalant  à  l’ADN ou  en microscopie électronique  (figure  3  (Bierne  et  al.  2009)).  L’euchromatine  constitue  une  forme relâchée  et  contient  des  régions  riches  en  gènes.  En  revanche,  l’hétérochromatine  est une structure beaucoup plus compactée pauvre en gènes mais riche en régions répétées. On  distingue  deux  types  de  séquences  hétérochromatiniennes.  L’hétérochromatine constitutive,  retrouvée  notamment  au  niveau  des  centromères  et  des  télomères  des chromosomes,  intervient dans  le maintien de  l’intégrité du génome et reste condensée tout au long de la vie de la cellule. L’hétérochromatine facultative, quant à elle, est une zone  condensée  inactive  en  transcription,  mais  qui  peux  se  décondenser  et  devenir transcriptionnellement  active  dans  différents  contextes.  Elle  est  cependant caractéristique de régions réprimées de façon stable, par exemple dans le cas de gènes développementaux  qui  doivent  être  réprimés  en  dehors  de  leur  fenêtre  d’activation spacio‐temporelle.  L’hétérochromatine  facultative  peut  s’étendre  sur  un  chromosome entier (X  inactif dans  les cellules mammifères  femelles), une grande région génomique (locus  des  gènes HOX),  ou  être  localisée  sur  des  régions  régulatrices  de  gènes  (gènes 
Figure 3: Territoires chromatiniens. 
A. Visualisation de l’hétérochromatine (plus dense, régions fonçées) et de l’euchromatine 
(moins dense, claires) en microscopie électronique. ncl: nucléole; nu: nucléoplasme. Image 
tirée de  Bierne et al., PNAS, 2009.  
B. Coloration au DAPI et marquage en immunofluorescence de H3K9me3 dans des cellules 
de souris (C2C12). L’hétérochromatine péricentrique est visualisable sous forme de spots 
après coloration au DAPI dans les cellules de souris, et est caractérisée par la présence de 
H3K9me3. Les zones moins intenses en dapi correspondent au compartiment 
euchromatinien. 
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soumis à l’empreinte) (Trojer and Reinberg 2007). Les démarcations entre les domaines euchromatinien et hétérochromatinien sont caractérisés entre autres par la fixation du facteur CTCF qui permet de maintenir la frontière entre les deux (Ong and Corces 2009).    
2 Régulation de la structure chromatinienne   La nature plus ou moins condensée de la chromatine va permettre de réguler de nombreux processus nucléaires, dont la transcription, en conditionnant l’accessibilité de l’ADN  aux  éléments  régulateurs  en  trans.  En  effet  une  chromatine  dite  ouverte  est généralement corrélée à une activation transcriptionnelle, alors qu’une chromatine plus condensée, dite  fermée, sera plutôt associée à une répression de  la  transcription. Tout processus permettant d’influer  sur  la  structure de  la  chromatine aura donc un  impact sur  la  transcription des gènes. L’état de  la chromatine peut être modulé par différents mécanismes,  notamment  la  méthylation  de  l’ADN  au  niveau  de  dinucléotides  CpG, l’incorporation de variants d’histones, l’intervention de complexes de remodelage ATP‐dépendants ou encore les modifications post‐traductionnelles des histones (Kouzarides 2007).  
 a La méthylation de l’ADN 
 Les séquences d’ADN peuvent être méthylées sur les cytosines, principalement au niveau de dinucléotides CG (appelés CpG) chez les mammifères. Un groupement méthyl est alors attaché de  façon covalente sur  le carbone 5 de  la cytosine. La méthylation de l’ADN  sur  les  CpG  est  retrouvée  dans  tout  le  génome,  notamment  au  niveau  des transposons,  des  éléments  répétés  et  du  corps  des  gènes,  mais  aussi  sur  certains promoteurs.  Le  génome  de mammifère  est majoritairement méthylé,  cependant  il  est ponctué  de  zones  non méthylées,  en  particulier  des  séquences  riches  en GC,  appelées îlots  CpG.  Ces  séquences  d’environ  1000  pb  recouvrent  60  à  70%  des  régions promotrices  chez  l’humain.  Les  îlots  CpG  non  méthylés  marquent  les  gènes  actifs  en transcription  (Deaton  and  Bird  2011).  En  revanche,  certains  îlots  CpG  présents  au niveau des promoteurs sont méthylés, résultant en la répression stable du gène associé. C’est le cas de gènes spécifiques de la lignée germinale dans les cellules somatiques, où 
Domaine 
catalytique 
Figure 4: Méthylation de l’ADN. 
A. Structure des DNMTs. Adapté de Cheng and Blumenthal, Structure, 2008. 
B. Mécanismes de régulation transcriptionnelle par la méthylation de l’ADN. 1. La 
méthylation de l’ADN au niveau du site de liaison d’un facteur de transcription peut empêcher 
le recrutement de ce dernier. 2. Les DNMTs recrutent directement des enzymes de 
modifications pour établir une structure non permissive à la transcription. 3. La 
reconnaissance des CpG méthylés et déméthylés par des protéines spécifiques permet le 
recrutement d’enzymes de modifications induisant respectivement la répression ou 
l’activation de la transcription.  
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de  gènes  spécifiques  de  tissus  dans  les  cellules  où  ils  ne  sont  pas  exprimés.  De  façon générale,  la  méthylation  de  l’ADN  est  donc  considérée  comme  répressive  de  la transcription, permettant ainsi l’expression correcte de gènes spécifiques de tissus mais aussi la mise en silence de séquences comme les transposons (Suzuki and Bird 2008). La méthylation de l’ADN est mise en place par des enzymes spécifiques, les DNA méthyl‐transférases  (DNMTs).  Il  existe  deux  familles  de  DNMTs,  qui  sont  un  peu différentes  en  terme  de  structure  et  de  fonctions,  assurant  la  mise  en  place  ou  le maintien de la méthylation de l’ADN. Chez les mammifères, les DNMTs sont au nombre de 4 (figure 4A). La famille des DNMT3 regroupe les méthyltransférases « de novo », qui établissent  le  patron  de  méthylation.  Cette  famille  comporte  deux  enzymes catalytiquement  actives,  DNMT3a  et  DNMT3b,  et  un  facteur  régulateur,  DNMT3‐Like (DNMT3L).  DNMT3L  interagit  avec  DNMT3a  ou DNMT3b  et  permet  d’augmenter  leur activité enzymatique, agissant ainsi comme un régulateur de la méthylation de novo de l’ADN. La protéine DNMT1 est quant  à  elle une méthyltransférase « de maintien », qui permet  de  rétablir  la  méthylation  des  deux  brins  de  l’ADN  lors  de  la  réplication (méthylation du brin néosynthétisé) ou de la réparation de l’ADN. Cette enzyme va donc avoir  pour  substrat  des  CpG  hémiméthylés.  DNMT2,  initialement  classée  comme  une DNA  méthyltransférase  de  par  son  homologie  de  séquence  et  de  structure    avec  les DNMTs connues, ne méthyle en réalité pas l’ADN mais une cytosine de l’ARN de transfert (ARNt) (Cheng and Blumenthal 2008). La  méthylation  de  l’ADN  est  une  composante  importante  de  la  régulation transcriptionnelle. La répression par la méthylation de l’ADN peut résulter de différents mécanismes (figure 4B). Tout d’abord, la méthylation des CpG au niveau d’une séquence cible d’un facteur de transcription peut empêcher sa  liaison et donc  inhiber  l’initiation de la transcription. D’autre part, les DNMTs elles‐mêmes permettent le recrutement de complexes répresseurs contenant des activités de modification de la chromatine, comme des histones méthyl‐transférases et des histones déacétylases. Enfin,    les dinucléotides CpG méthylés  ou  non‐méthylés  sont  reconnus  par  des  protéines  spécifiques.  l.  Celles reconnaissant  les  CpG  méthylés  (les  MBP  pour  « methyl‐binding  protein »)  vont permettre  le  recrutement d’enzymes de modification de  la chromatine conduisant à  la mise en silence du gène concerné,  tandis que  les protéines  liant  les CpG non‐méthylés (moins étudiées) vont promouvoir la mise en place de marques actives. Parmis les MBP, la plus étudiée est la protéine MeCP2, qui est impliquée dans le développement neuronal 
Figure 5: Les variants d’histones: structure et fonction. 
Représentation schématique des différents variants d’histones. Les principaux sites de 
phosphorylation (en vert) et de méthylation (en rouge) bien caractérisés sont représentés. 
Les régions conservées notées HFD correspondent au domaine globulaire, contenant la 
séquence de dimérisation. Les résidus qui diffèrent entre H3 et H3.3 sont en jaune dans la 
séquence de ce dernier. Dans CENPA, l’extrémité N-terminale spécifique est représentée en 
jaune, et la région permettant le ciblage au centromère en bleu clair. Les extrémités C-
terminales non conservées entre les variants de H2A sont notifiées par des couleurs 
différentes, et l’extréminé N-terminale de H2ABBD, qui lui est propre, est en jaune pâle. Les 
fonctions proposées pour les différents variants sont listée à la droite du schéma. 
Adapté de Sarma and Reinberg, Nature Reviews, 2005. 
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(Cheng and Blumenthal 2008; Bogdanovic and Veenstra 2009).    L’exemple des mécanismes de mise en silence par les DNMTs et les MBP souligne l’extraordinaire  inter‐connection  entre  les  différents  systèmes  de  remodelage  de  la chromatine  pour  aboutir  à  une  conséquence  fonctionnelle  comme  l’activation  ou  la répression transcriptionnelle.   b Les variants d’histones  La  famille  des  histones  regroupe  différents  types  de  protéines.  Les  histones canoniques (H2A, H2B, H3.1/H3.2, H4) sont les composants universels des nucléosomes. Ces  histones  sont  synthétisées  en  phase  S  et  incorporées  dans  la  chromatine principalement  lors  de  la  réplication.  Les  histones,  à  l’exception  de  H4,  présentent également  de  nombreux  variants  qui  sont  retrouvés  dans  divers  organismes.  Ces variants sont codés par des gènes différents et se distinguent des histones canoniques par  le  fait  qu’ils  sont  exprimés  en  dehors  de  la  phase  S  et  peuvent  être  incorporées indépendamment  de  la  réplication.  Leur  déposition  nécessite  l’action  de  remodelages ATP‐dépendants  et/ou  l’intervention  de  protéines  chaperonnes.  La  séquence  des variants d’histones peut différer de celle des histones canoniques au niveau de la queue N‐terminale  (macroH2A),  du domaine globulaire  (H2ABbd) ou  seulement de quelques acides  aminés  (H3.3).  Ces  divergences  entre  les  histones  canoniques  et  leur  variants permettent,  quand  ces  derniers  sont  intégrés  dans  les  nucléosomes,  d’acquérir  une structure  chromatinienne  spécifique  et/ou  d’affecter  l’activité  de  la  polymérase  II (Sarma and Reinberg 2005; Campos and Reinberg 2009).   i Les variants de H3   Les principaux  variants de  l’histone H3  sont H3.3  et  les CenH3  (figure 5). H3.3 diffère  de H3.1,  l’histone H3 majoritaire  chez  les mammifères,  au  niveau  de  quelques acides aminés seulement (4 dans le domaine globulaire et un en N‐terminal) et peut être sujette  à  des  modifications  post‐traductionnelles  comme  H3  canonique.  Les  4  acides aminés  du  domaine  globulaire  de  H3.3  qui  diffèrent  de  ceux  de  la  séquence  de  H3.1 permettent l’incorporation de H3.3 en dehors de la phase S. Ce variant est retrouvé au 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niveau  des  régions  transcrites  dans  le  corps  des  gènes  actifs,  le  déplacement  des nucléosomes  pendant  la  transcription  étant  le  déterminant  de  son incorporation/éviction.  H3.3  présente  un  taux  de  renouvellement  rapide  et  les nucléosomes  contenant  H3.3  sont  relativement  instables.  Par  ailleurs,  H3.3  est phosphorylé  sur  la  sérine  31  en  métaphase,  résidu  qui  lui  est  spécifique.  La  forme phosphorylée de H3.3 sur la S31 est enrichie au niveau des télomères dans les cellules ES pluripotentes, où elle intervient dans le maintien de l’intégrité des télomères (Wong et al. 2009; Szenker et al. 2011). Les  régions  centromériques  sont  caractérisées  par  l’incorporation  de  variants CenH3 dans les nucléosomes, CENP‐A chez l’humain. CENP‐A possède une extrémité N‐terminale particulière qui ne présente pas d’homologie avec celle des autres histones de coeur.  Cette  structure  chromatinienne  particulière  au  niveau  des  centromères  permet l’assemblage  des  kinétochores  lors  de  la  mitose,  et  des  modifications  post‐traductionnelles de son extrémité N‐terminale régulent  l’activité de CENPA (Black and Bassett 2008). Ainsi, la phosphorylation de la sérine 7 est essentielle à l’achèvement de la cytocinèse. CENPA est ciblée aux centromères grâce à une séquence insérée au milieu du domaine globulaire.   ii Les variants de H2A   Il existe de nombreux variants de l’histone H2A, comme macroH2A, H2AZ, H2AX et H2ABbd  (figure 5). MacroH2A est une protéine plus grosse que  les autres histones, qui est spécifique aux vertébrés. Elle contient un large domaine C‐terminal qui n’est pas retrouvée  dans  d’autres  protéines  histones.  Elle  est  incorporée  au  niveau  de compartiments  hétérochromatiniens  spécifiques  tels  que  le  chromosome  X  inactif  ou certains  CpG  méthylés.  Initialement,  la  présence  de  macroH2A  a  été  associée  à  une répression  de  la  transcription.  Il  semblerait  que  la  corrélation  entre  la  présence  de macroH2A et l’état transcriptionnel soit plus complexe, macroH2A intervenant à la fois pour la répression et l’activation transcriptionnelle en fonction du contexte. La présence d’un  motif  Leucine‐Zipper  dans  sa  partie  C‐terminale  permettrait  la  dimérisation  de macroH2A,  suggérant  l’hypothèse  que  l’incorporation  de  macroH2A  favoriserait  les interactions  entre  nucléosomes  ce  qui  conduirait  à  la  compaction  de  la  chromatine (Campos and Reinberg 2009; Gamble and Kraus 2010).  
Figure 6: Remodelage ATP-dépendant. 
A. Les différents mode d’action des complexes de remodelage ATP-dépendants. A l’aide de 
l’énergie issue de l’hydrolyse de l’ATP, l’enzyme (remodeler) va permettre le relachement de 
l’interaction histone-ADN au niveau d’un nucléosome, le glissement des nucléosomes, leur 
éjection ou encore l’échange de variants d’histone. Dans les 3 premiers cas, ceci permet à 
d’éventuels facteurs liant l’ADN (DBP) d’y avoir accès. B. Représentation schématique des 4 
grandes familles d’enzyme de remodelage ATP-dépendant. La position des différents 
domaines fonctionnels est indiquée. HSA: domaine de liaison à l’actine, SANT et SLIDE: 
domaines importants pour la liaison aux histones, DExx et HELICc: activité catalytique, 
BROMO: reconnaissance des lysines acétylées, CHROMO: reconnaissance des lysines 
méthylées.  
Adapté de Tang et al., Prog Biophys Mol Biol 2010. 
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H2AZ  diffère  de  H2A  dans  sa  partie  C‐terminale.  C’est  un  variant  conservé  au cours de l’évolution qui confère aux nucléosomes une stabilité moindre. Le rôle de H2AZ est  complexe,  des  études  montrant  que  sa  présence  corrèle  avec  l’activation  ou  la répression transcriptionnelle dans différents systèmes (pour exemples, voir (Auger et al. 2008; Creyghton et al. 2008)). Chez les mammifères, il a également été trouvé localisé au niveau d’enhancers et de  région  insulatrices,  ainsi qu’au niveau de  l’hétérochromatine péricentrique. De plus,  la diminution de  son expression dans des  cellules mammifères provoque des problèmes de ségrégation des chromosomes. H2AZ, en plus de réguler la transcription,  joue  donc  également  un  rôle  dans  le  maintien  des  zones hétérochromatiniennes et euchromatiniennes (Campos and Reinberg 2009). Le variant H2ABbd est quant à lui retrouvé spécifiquement chez les mammifères. Il est dépourvu de la partie C‐terminale de H2A. Les nucléosomes contenant ce variant ont des caractéristiques très particulières, puisqu’ils sont constitués de l’enroulement de seulement 118 à 130 pb autour de l’octamère d’histone et sont moins stables que ceux contenant H2A canonique (Gautier et al. 2004). Il est retrouvé au niveau des autosomes et  du  chromosome  X  actif  où  sa  présence  corrèle  avec  l’activation  transcriptionnelle (Chadwick and Willard 2001).  Enfin,  H2AX,  variant  de  H2A  majoritaire  chez  la  levure,  ne  représente  qu’une petite  fraction  des  H2A  chez  les  mammifères.  Incorporé  de  façon  aléatoire  dans  le génome, sa phosphorylation de H2AX au niveau de la sérine 139 présente dans sa partie C‐terminale  caractéristique  permet  de  signaler  les  cassures  double‐brins  et  intervient dans les mécanismes de réparation de l’ADN (Kinner et al. 2008).   c Les complexes de remodelage ATP‐dépendants  Les  complexes  de  remodelage  ATP‐dépendants  sont  également  des  acteurs majeurs  de  la  régulation  de  la  structure  de  la  chromatine.  Ils  sont  composés  d’une protéine portant l’activité enzymatique (ATPase) associée à des sous unités accessoires. Ces  complexes  utilisent  l’hydrolyse  de  l’ATP  pour  déplacer  les  nucléosomes,  ce  qui permet de moduler l’accès des séquences d’ADN. Ils permettent également l’éviction des nucléosomes  en  coordination  avec  des  protéines  chaperonnes.  Ce  mécanisme  est essentiel  pour  l’assemblage  et  également  le  désassemblage  de  la  structure chromatinienne  (figure  6A)  (Tang  et  al.  2010).  Les  complexes  de  remodelage  ATP‐
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dépendants sont classés en 4 familles sur la base de la séquence et de la structure de la sous‐unité ATPase, qui sont conservées au cours de l’évolution (figure 6B) (Clapier and Cairns 2009).   i La famille SWI/SNF   La  famille  des  SWI/SNF  est  caractérisée  chez  l’humain  par  la  présence  de Brm (Brahma) ou Brg1 (Brahma‐related gene) comme sous‐unité catalytique (Kasten et al.). Elle  contient  notamment  les  complexes  BAF  (pour  Brahma  Associated  Factor)  qui peuvent  agir  comme  activateurs  ou  répresseurs  transcriptionnels,  et  peuvent  même exercer  les  deux  fonctions  sur  le  même  gène.  L’activité  de  ces  complexes  varie  en fonction  des  facteurs  de  transcription  auxquels  ils  s’associent.  Brg1  est  une  protéine essentielle  qui  a  un  rôle  prépondérant  dans  les  processus  développementaux, notamment  au  cours  de  la  différenciation musculaire.  En  effet,  Brg1  est  nécessaire  à l’activation  transcriptionnelle  de  gènes  spécifiques  du  muscle.  Ceci  est  notamment illustré par des expériences montrant que l’inactivation fonctionnelle de Brg1 diminue la conversion myogénique  induite par  l’expression ectopique de  la protéine MyoD  (de  la Serna et al. 2001).   ii La famille ISWI  La  seconde  famille  regroupe  les  complexes  ISWI.  Ces  complexes  ont  été initialement  identifiés  chez  la  drosophile,  qui  ne  possède  qu’une  seule  ATPase  de  ce type (Iswi),  retrouvée  dans  3  complexes  distincts  (Bouazoune  and Brehm 2006).  Iswi est notamment  impliquée au  sein du complexe NURF dans  le maintien de  la  structure relâchée du  chromosome X  chez  le mâle,  qui  présente  la  particularité d’être deux  fois plus  transcrit que  son homologue  femelle par  le mécanisme de  compensation de dose afin d’équilibrer les taux de transcription entre les deux. Chez les mammifères, l’activité ATPase peut  être portée par  les  protéines  SNF2H et  SNF2L,  contenues dans plusieurs types de complexes (Clapier and Cairns 2009).    iii La famille CHD  
Figure 7: Modifications post-traductionnelles des histones. 
A. Groupements suceptibles d’être ajoutés sur les différents acides aminés mentionnés. 
Latham and Dent, Nat Struct Mol Biol, 2007. B. Modifications caractérisées sur les queues 
N-terminale des histones H3, H4, H2A et H2B. (liste non exhaustive) Adapté de Bannister 
and Kouzarides, Cell Res, 2011. 
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Les  complexes  contenant  les  ATPases  de  type  CHD  constituent  la  troisième famille de complexes de remodelage. Ces ATPases sont au nombre de 9 chez  l’humain. Elles  présentent  un  chromodomaine  qui  leur  permet  de  reconnaître  des  résidus méthylés (voir plus bas), ainsi qu’un domaine de liaison à l’ADN. Ces enzymes peuvent elles  aussi  être  associées  soit  à  l’activation  soit  à  la  répression  transcriptionnelle.  Le complexe NURD par exemple, contient les membres CHD3/ CHD4 ainsi que des histones déacétylases,  et  fonctionne  comme  répresseur  transcriptionnel  (Denslow  and  Wade 2007).  En  revanche,  la  présence  de  CHD1  au  niveau  de  promoteurs  ou  de  régions codantes corrèle avec la transcription des gènes concernés (Clapier and Cairns 2009).   iv La famille INO80  La  dernière  famille  regroupe  les  complexes  INO80.  Chez  les  mammifères, l’activité  ATPase  est  alors  portée  par  des  protéines  de  la  famille  de  INO80,  comme SRCAP,  p400  ou  INO80  lui  même.  Chez  la  levure,  l’homologue  de  p400  (Swr1)  est responsable  de  l’incorporation  du  variant  d’histone  H2AZ,  une  fonction  qui  semble conservée chez les mammifères pour les membres de cette famille (Morrison and Shen 2009).  p400  est  impliqué  dans  la  régulation  transcriptionnelle  de  gènes  en  tant  que activateur ou  répresseur, mais  intervient  aussi  dans  les mécanismes de  réponse  et de réparation des dommages à  l’ADN. De façon générale, p400 intervient dans  le contrôle du devenir cellulaire (Mattera et al. 2009).   d Les modifications post‐traductionnelles des histones  Les  protéines  histones  peuvent  subir  différents  types  de  modifications  post‐traductionnelles,  qui  sont  étroitement  liées  à  l’état  transcriptionnel.  Elles  ont principalement  lieu  au  niveau  des  queues N‐terminales  qui  émergent  du  nucléosome, mais  peuvent  aussi  être  localisées  au  niveau  du  domaine  globulaire  (comme  la méthylation  de  la  lysine  79  de  H3,  ou  H3K79me)  ou  de  l’extrémité  C‐terminale  (par exemple l’ubiquitination de H2A sur la lysine 119).  On trouve différents types de modification des histones qui peuvent avoir lieu sur différents  résidus,  telles  que  l’acétylation,  la  méthylation,  l’ubiquitination,  la phosphorylation, la sumoylation ou encore l’ADP‐ribosylation, les deux premières étant 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les plus étudiées  (figure 7). Ces modifications  sont mises en place et enlevées par des enzymes spécifiques, classées récemment selon une nouvelle nomenclature (Allis et al. 2007).  La présence des différentes modifications  sur  le  génome est  corrélée  à un  état transcriptionnel donné (Berger 2007; Bannister and Kouzarides 2011; Zhou et al. 2011).   i L’acétylation des histones   L’acétylation  des  histones  a  lieu  sur  des  résidus  lysine,  principalement  sur  de nombreux résidus de H3 et de H4, mais également sur les queues N‐terminales de H2A et H2B (pour le détail des résidus acétylés, voir figure 7).  Elle est mise en place par des histones  acétyl  transférases  (HAT  ou  KAT)  sur  des  lysines  (K),  et  enlevée  par  des histones déacétylases (HDAC) (Mujtaba et al. 2007; Yang and Seto 2007; Bannister and Kouzarides 2011). Les HATs sont divisées en 2 classes majeures : les HAT de type A, et les HAT de  type B.  Les HAT de  type A  sont  classées  en 3  groupes  en  fonction de  leur homologie de séquence et de structure, constituant les familles GNAT (pour Gcn5 related N‐AcetylTransferase),  MYST  et  CBP/p300.  Elles  peuvent  acétyler  les  histones nucléosomales et libres sur de nombreux résidus. Les HAT de type B sont quant à elles majoritairement  cytoplasmiques  et  de  ce  fait  acétylent  principalement  les  histones libres.  Elles  sont  par  exemple  responsables  de  l’acétylation  de  H4K5  et  H4K12,  deux marques  importante  pour  l’incorporation  des  histones  sur  les  brins  néosynthétysés après  la réplication.  Il existe 4 classes de HDAC. La classe I comprend les HDAC 1, 2, 3 et 8, la classe II regroupe les HDAC 4, 5, 6, 7, 9 et 10, tandis que la classe IV ne comporte qu’un membre, HDAC 11. Les HDAC de classe III correspondent à la famille des sirtuines. De  façon  générale,  une  HDAC  donnée  peut  déacétyler  un  large  panel  de  résidus.  La spécificité de substrat est en réalité apportée par l’identité des complexes dans lesquels ces  enzymes  sont  intégrées. Au niveau des promoteurs,  l’acétylation est  généralement corrélée  à  l’activation  transcriptionnelle.  L’effet  de  l’acétylation  passe  par  deux mécanismes  (figure  8A).  D’une  part,  l’ajout  d’un  groupement  acétyl  sur  la  lysine  va provoquer une neutralisation de la charge sur le résidu, induisant ainsi une diminution de  la  force d’interaction histone‐ADN et donc une ouverture de  la chromatine. D’autre part,  l’acétylation  des  histones  va  permettre  le  recrutement  de  facteurs  par l’intermédiaire de leur bromodomaine, domaine d’interaction avec les lysines acétylées. Ces  protéines  effectrices  vont  à  leur  tour  agir  sur  la  chromatine  pour  permettre  la 
Figure 8: Acétylation et méthylation des histones. 
A. Mise en place et fonction de l’acétylation des histones. Les histones acétylées peuvent 
induire une relaxation directe de la chromatine grâce à la neutralisation des charges 
positives sur les histones (relachement direct), mais aussi permettre la liaison de facteurs 
contennant des domaines de reconnaissance qui vont influer sur la structure chromatinienne 
et/ou les mécanismes ADN-dépendants comme la transcription (recrutement de facteurs). B. 
Mise en place et mode d’action de la méthylation des histones. Les lysines méthylées vont 
permettre le recrutement de protéines effectrices à activité négative ou positive sur la 
compaction de la chromatine et/ou la transcription en fonction du résidu modifié (recrutement 
de facteurs). La méthylation n’induit pas de changement de charge. 
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transcription. On retrouve des bromodomaines dans des complexes de remodelage ATP‐dépendants tels que Swi2/Snf2, dans des HAT elles même (comme Gcn5 ou p300), mais aussi dans la protéine TAFII250 (TBP‐Associated Factor) qui intervient dans l’initiation de la transcription. TAFII250 fait partie du complexe TFIID, qui initie l’assemblage de la machinerie de  transcription par  la polymérase  II.  La  spécificité de  reconnaissance des bromodomaines pour un résidu acétylé en particulier dépend de la séquence adjacente en acide aminés (Berger 2007; Mujtaba et al. 2007).   ii La méthylation des histones   La  méthylation  des  histones  est  mise  en  place  par  des  histones méthyltransférases (HMT ou KMT) et peut avoir lieu sur des lysines (K) ou des arginines (R).  Les  lysines  peuvent  être modifiées  par  l’ajout  de  1,  2  ou  3  groupement methyl grace à l’activité des histones lysines méthyltransférases (KMT). Les sites privilégiés de méthylation dans les cellules mammifères sont les lysines 4, 9, 27, 36, et 79 de l’histone H3  ainsi  que  la  lysine  20  de  l’histone  H4.  Depuis  peu,  il  a  été  démontré  que  la méthylation  des  lysines,  tout  comme  leur  acétylation,  est  réversible,  avec  la  mise  en évidence  des  histones  lysines  déméthylases  (KDM).  La méthylation  n’influe  pas  sur  la charge des histones et ne va donc pas avoir d’effet direct sur la structure du nucléosome. Les  différents  résidus  méthylés  constitueront  une  plateforme  de  recrutement  de facteurs influant sur la transcription. Comme pour l’acétylation, des protéines contenant des domaines de reconnaissance particuliers comme les chromodomaines, les domaines TUDOR, les domaines WD40 ou encore les domaines PHD vont être recrutées au niveau des  lysines  méthylées  (figure  8B).  Cependant,  à  l’inverse  de  l’acétylation  qui  est généralement  associée  avec  l’activation  transcriptionnelle,  la  relation  entre  la méthylation  des  histones  et  l’état  transcriptionnel  est  plus  complexe  et  dépend  du résidu  modifié  (Kouzarides  2002;  Berger  2007;  Kouzarides  2007;  Li  et  al.  2007; Bannister and Kouzarides 2011). Les différents aspects de  la méthylation des histones sur les lysines ainsi que sa relation avec la transcription, qui constituent le sujet de ma thèse, seront traités plus en détail dans le paragraphe suivant intitulé « La méthylation des histones et la transcription ».  La méthylation  des  histones  sur  les  arginines  est  caractérisée  quant  à  elle  par 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l’ajout  de  un  ou  2  groupements méthyl,  la  diméthylation  pouvant  être  symétrique  ou asymétrique.  Elle  est mise  en  place  par  des  enzymes  spécifiques  de  résidu,  les  PRMT (protein arginine N methyltransferase), qui sont classées en deux groupes : les PRMT de type  I  catalysent  la  diméthylation  asymétrique  tandis  que  les  PRMT  de  type  II  sont reponsables de  la diméthylation symétrique des arginines. Le retrait de  la méthylation des arginines peut s’effectuer par deux mécanismes : la formation d’un résidu citrulline par l’action des enzymes PAD (dans ce cas il n’est plus possible de modifier le résidu par méthylation  par  la  suite),  ou  l’enlèvement  des  groupements  méthyl  par  une  histone déméthylase. La  seule histone déméthylase de  résidus arginine  identifiée à  ce  jour est JMJD6, qui déméthyle H4R3. De même que pour la méthylation des lysines, la corrélation entre l’état transcriptionnel et la méthylation des histones sur les arginines va dépendre du résidu modifié (Litt et al. 2009).   iii L’ubiquitination et la sumoylation des histones   Les  histones  H2A  et  H2B  sont  sujettes  à  des  modifications  de  type monoubiquitination  sur  les  lysines  119  et  120  respectivement  chez  les  mammifères. Cette modification est  mise en place par des enzymes dédiées, les E3 ubiquitine ligases, l’activité inverse étant assurée par des déubiquitinylases. La fonction de l’ubiquitination passe  en  général  par  sa  reconnaissance  par  des  protéines  effectrices  contenant  un domaine UBD (ubiquitin binding domain). La relation entre ubiquitination des histones et  état  transcriptionnel  dépend  du  résidu  modifié.  En  effet,  l’ubiquitination  de  H2A (H2AK119ub)  sur  le  corps  des  gènes  est  corrélée  à  la  répression  de  la  transcription, tandis  que  l’ubiquitination  de  H2B  (H2BK120ub)  au  niveau  des  promoteurs  et  des régions  codantes  est  associée  à  une  chromatine  transcriptionnellement  active  (Weake and  Workman  2008).  Par  ailleurs,  l’ubiquitination  du  variant  d’histone  H2AX  est  un événement clé de la réponse aux dommages à l’ADN (Srivastava et al. 2009). La  sumoylation  est  une  modification  proche  de  l’ubiquitination,  qui  a  été caractérisée notamment chez les mammifères (sur H4) et chez la levure (sur toutes les histones canoniques). L’ajout de ce polypeptide de 100aa est assuré par des E3 ligases spécifiques  et  a  pour  conséquence  de  réprimer  la  transcription,  en  recrutant  des  co‐répresseurs, dont les HDAC. Ce recrutement s’effectue par l’intermédiaire de domaines de  reconnaissance  présents  dans  ces  co‐répresseurs,  appelés  domaines  SIM  (SUMO 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interacting motif). De  façon  intéressante,  la  sumoylation du variant H2AX a également été  décrite  chez  la  levure  et  intervient  dans  la  réponse  cellulaire  aux  dommages persistants de l’ADN (Garcia‐Dominguez and Reyes 2009).    iv La phosphorylation des histones   Les histones peuvent être phosphorylées sur des sérines (S), des thréonines (T) et des tyrosines (Y). Le niveau de phosphorylation des histones est contrôlé par l’action antagoniste  de  kinases  et  de  phosphatases.  La  phosphorylation  de  la  serine  10  de l’histone H3 par exemple (H3S10), modification très étudiée, est retrouvée à des niveaux élevés au niveau des gènes actifs (tout comme la phosphorylation de H3T11 et H3S28). Le mécanisme liant la présence de H3S10 phosphorylée à l’activation transcriptionnelle n’est  pas  encore  élucidé  mais  fait  intervenir  le  recrutement  de  facteurs  comme  les protéines  14‐3‐3  (étape  importante  por  l’activation  des  gènes  cibles)  ou  des HAT.  De façon  générale,  la  phosphorylation  de  H3S10  est  corrélée  à  l’acétylation  de  H3K9  et H3K14,  et  permet  également  le  relargage  de  la  protéine  HP1  impliquée  dans  la répression transcriptionnelle. En interphase, la phosphorylation de H3S10 semble donc liée  à  l’activation  de  la  transcription.  En  revanche,  les  chromosomes  mitotiques, structures très condensées et transcriptionnellement inactives, sont également riches en H3S10P.  Des  études  récentes  montrent  également  un  lien  entre  phosphoryation  de H3T11  et  activation  transcriptionnelle.  La  présence  de  cette  modification  stimule l’activité  catalytique  de  la  déméthylase  JMJD2C,  qui  permet  le  retrait  de  la  marque répressive H3K9me2/3,  induisant  ainsi  la  transcription  des  gènes  cibles  du  récepteur aux androgènes (Metzger et al. 2008; Cerutti and Casas‐Mollano 2009).    v L’hypothèse du code des histones  La corrélation entre les différentes marques, en particulier les résidus méthylés, et  l’état  transcriptionnel  ainsi  que  les  diverses  enzymes  de  modification  impliquées seront détaillées dans la partie suivante. Cependant, une seule modification ne va pas à elle  seule  avoir  un  effet.  L’hypothèse du  code des histones,  avancée  en 2001,  propose que  la  combinaison  des  différentes  modifications  va  constituer  un  code  qui  une  fois décrypté par des protéines lectrices permettra de dicter à la machinerie de transcription 
Figure 9: Dialogue entre les modifications d’histones impliquant une histone 
déméthylase. 
Les résidus impliqués dans un dialogue sont reliés (lignes noires: dialogue entre 2 résidus 
méthylés, lignes bleues: dialogue entre un résidu méthylé et un résidu phosphorylé, lignes 
mauves: dialogue entre un résidu méthylé et un résidu ubiquitinylé). Les histones 
déméthylases impliquées sont mentionnées sur le schéma. 
Verrier et al., Biol Cell, 2011 
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l’issue transcriptionnelle appropriée (Jenuwein and Allis 2001). Les protéines  lectrices sont  celles  contenant  un  domaine  de  reconnaissance  des  résidus  modifiés : bromodomaines pour la liaison aux résidus acétylés, chromodomaines, domaines PHD et TUDOR pour  la  recronnaissance  des  résidus méthylés  (Taverna  et  al.  2007; Bannister and  Kouzarides  2011).  Les  études  à  grande  échelle  du  profil  des  différentes modifications  (et  de  la  liaison  de  divers  facteurs)  sur  le  génome  entier  par  des techniques  dérivées  de  l’immunoprécipitation  de  chromatine  ou  ChIP  (ChIP  on  chips, ChIP‐seq) permettent de mieux comprendre la combinatoire du code des histones ainsi que  ses  conséquences  fonctionnelles.  L’analyse  des  données  à  grande  échelle  montre que  le  nombre  de  combinaisons  différentes  observées  sur  le  génome  est  beaucoup moins  important  que  celui  attendu  en  théorie,  étant  donné  les  diverses modifications post‐traductionnelles  des  histones  décrites  (Wang  et  al.  2008;  Karlic  et  al.  2010; Kharchenko et al. 2011; Ucar et al. 2011). Certes le code des histones est complexe, mais les modifications des histones ne sont pas établies au hasard sur  le génome, elles sont inter‐reliées.  Ceci  implique  que  la  mise  en  place  du  code  s’effectue  de  manière coordonnée  grâce  à  un  dialogue  entre  les marques,  la  présence  de  l’une  d’entre  elles influant  sur  la  déposition  ou  l’éviction  d’une  autre.  Ainsi,  différents  mécanismes moléculaires  impliquant  les  enzymes de modifications  sont mis  en place pour  assurer cette  coordination.  L’analyse  de  ce  dialogue  entre  les  marques  (appelé  histones crosstalks)  ainsi  que  les  mécanismes  moléculaires  sous‐jacents  faisant  intervenir  les histones déméthylases ont fait l’objet de l’écriture d’une revue (annexe 1). L’illustration présentée en figure 9, extraite de cette revue, rend compte de la complexité des cross‐talks qui impliquent un résidu méthylé (figure 9).  
 
3 La méthylation des histones et la transcription 
  Contrairement  à  l’acétylation  qui  est  généralement  associée  à  l’activation transcriptionnelle,  la  relation  entre  les  résidus  méthylés  et  l’état  transcriptionnel  est plus  complexe  (Kouzarides  2007;  Li  et  al.  2007;  Bannister  and  Kouzarides  2011).  En effet, la corrélation entre la transcription et la méthylation dépend du résidu méthylé et de  son degrès de méthylation, mais  également de  la  position de  la marque  le  long du gène  (au  niveau  du  site  de  démarrage  de  la  transcription  (TSS),  sur  le  promoteur  en 
Figure 10: Lien entre méthylation des lysines et transcription: exemple de la queue N-
terminale de l’histone H3. 
Schématisation de la corrélation entre la di-triméthylation des différents résidus lysine de la 
queue N-terminale de l’histone H3 et l’état transcriptionnel du gène concerné. Les marques 
associées à l’activation et à la répression sont encadrées en vert et en rouge 
respectivement. 
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amont ou sur  la région codante). De ce  fait,  les enzymes contrôlant  la méthylation des différents  résidus  lysines  (méthyltransférases  et  déméthylases)  peuvent  être considérées  comme  des  co‐activateurs  ou  des  co‐répresseurs  transcriptionnels  en fonction de leur spécificité de substrat. L’analyse des données issues d’études à grande échelle  par  les  techniques  de  ChIP‐chip  et  ChIP‐seq  ont  apporté  beaucoup d’informations  concernant  la  relation  entre    la  modification  des  différents  résidus  et l’état  transcriptionnel.  Ainsi,  la  di‐  et  triméthylation  des  résidus H3K4  et  H3K36  sont associés  à  des  gènes  actifs,  tandis  que  celle  de  H3K9  et  de  H3K27  est  corrélée  à  la répression transcriptionnelle (figure 10). Les profils caractéristiques de méthylation des histones retrouvés le long des gènes actifs ou au contraire réprimés sont présentés dans les deux paragraphes suivants.   a Les gènes actifs en transcription 
 Le  promoteur  des  gènes  transcrits  est  marqué  par  la  présence  de  la triméthylation de  la  lysine 4 de  l’histone H3  (H3K4me3) en plus de  l’hyperacétylation des histones (Ng et al. 2003; Schneider et al. 2004; Barski et al. 2007; Zhou et al. 2011). En effet, les analyses basées sur la technique de ChIP démontrent que la localisation de cette marque est superposée à la présence de l’ADN polymérase II aux abords du site de démarrage  de  la  transcription  (TSS).  De  plus,  l’enrichissement  du  promoteur  en H3K4me3 corrèle avec  le niveau d’expression du gène concerné. Les gènes présentant un niveau d’expression très élevé sont ceux qui sont le plus enrichis en H3K4me3 tandis que sur les gènes moins exprimés le taux de H3K4me3 est plus faible. Des études chez la levure  S.cerevisiae  démontrent  que  la  déposition  de  cette  marque  activatrice  est effectuée  par  l’histone  méthyltransférase  Set1.  Set1  interagit  avec  la  forme phosphorylée sur  la  sérine 5 de  l’ADN polymérase  II,  spécialisée dans  l’initiation de  la transcription  (Ng  et  al.  2003).  Cette  interaction  spécifique  participe  à  la  localisation précise de H3K4me3 aux alentours du TSS des gènes actifs. Par ailleurs,  la  triméthylation de H3K36 dans  la région transcrite est également une marque corrélée à  l’activation transcriptionnelle (Bannister et al. 2005). De même que pour H3K4me3, des travaux chez la levure ont permis de caractériser le mécanisme moléculaire permettant la mise en place de la modification. La HMT Set2 interagit avec l’ADN  polymérase  II  d’élongation  (forme  phosphorylée  sur  les  sérines  5  et  2)  et 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triméthyle H3K36  de  façon  concomitante  à  la  transcription  (Xiao  et  al.  2003;  Nguyen and Zhang 2011).  Ceci suggère que la localisation des marques H3K4me3 et H3K36me3 le  long  des  gènes  actifs  en  transcription  puisse  être    contrôlée  notamment  par l’interaction  des  enzymes  de  modifications  avec  les  différentes  formes  de  l’ADN polymérase II.  D’autres  résidus méthylés  sont  aussi  corrélés  à  l’activation  de  la  transcription, bien  que  leur  régulation  et  leur  fonction  soient  moins  bien  caractérisés  que  pour H3K4me3  et  H3K36me3.  Ainsi,  les  trois  degrès  de  méthylation  de  H3K79  sont  aussi retrouvés  sur  le  corps  des  gènes  transcrits.  La  déposition  de  ces marques  dépend  du recrutement et de l’activité de l’enzyme DOT1L, seule HMT spécifique du résidu H3K79 chez l’humain, et semble être nécessaire à la transcription. Par exemple, la méthylation de H3K79 le long du gène de la dystrophine ainsi que son activation transcriptionnelle dans  les  cellules  cardiaques  est  dépendante  de  DOT1L  (Nguyen  et  al.  2011).  La puissance apportée par l’analyse des études du profil des modifications d’histones sur le génome  entier  a  également  permis  d’identifier  d’autres  marques  présentes  sur  les promoteurs,  tels  que  les  deux  autres  degrès  de  méthylation  de  H3K4  (H3K4me1  et H3K4me2), et dans le corps des gènes actifs (H3K4me1/2, H3K27me1 et H2BK5me1 par exemple) (Barski et al. 2007). Concernant les trois degrés de méthylation de H3K4, il a également été observé un gradient des degrés de méthylation le long du gène, allant de H3K4me3 en 5’ à H3K4me1 dans  les  régions plus en 3’. De  façon surprenante,  il  a été montré  par  une  étude  à  grande  échelle  que  H3K9me3,  marque  considérée  comme répressive, est également présente sur la région codante des gènes actifs, permettant de recruter une  isoforme spécifique de HP1, HP1g. La  corrélation entre  la présence de  la marque sur le gène et l’issue transcriptionnelle serait donc fonction de sa localisation le long de la séquence génique (Vakoc et al. 2005).   Le  rôle  tenu  par  ces marques  dans  la  régulation  du  processus  de  transcription passe  par  le  recrutement  de  facteurs  remodelant  la  structure  de  la  chromatine.  Chez l’humain  la  protéine  CHD1,  enzyme  de  remodelage  ATP‐dépendante,  interagit  par l’intermédiaire de son chromodomaine avec le résidu H3K4me3, liant ainsi cette marque au  repositionnement  des  nucléosomes  (Sims  et  al.  2005).  La  présence  de  H3K4me3 permet également la stabilisation du complexe HAT NuA4 aux promoteurs chez la levure (Taverna  et  al.  2006).  Chez  les mammifères,  la  présence  des  deux marques  est  aussi 
Figure 11: Profil caractéristique de méthylation des histones sur les gènes. 
A. Gènes réprimés et gènes transcrits. B. Cas particulier des gènes bivalents. 
Le degrés de méthylation est schématisé par des points:   diméthylation,    
triméthylation. Les marques corrélées à l’activation et à la répression sont représentées en 
vert et en rouge respectivement. 
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détectée  sur  les  promoteurs  actifs,  et  la  présence  de H3K4me3  empèche  la  liaison  du complexe NURD sur les promoteurs, contrecarrant sont effet répresseur (Musselman et al. 2009).  Par ailleurs, il a également été démontré chez la levure le rôle de H3K36me3 dans la régulation transcriptionnelle. La présence de H3K36me3 dans  la région codante des gènes  exprimés  permet  le  recrutement  du  complexe  HDAC  Sin3,  entrainant  une déacétylation des histones après le passage de la polymérase au cours de l’élongation. Ce mécanisme  est  nécessaire  pour  prévenir  l’initiation  cryptique  de  la  transcription (Carrozza  et  al.  2005).  Ce mécanisme  semble  être  conservé  chez  les mammifères.  En effet, une étude très récente démontre l’existence d’un complexe contenant les protéines Sin3B,  HDAC1, Mrg15  et  Pf1,  ces  deux  dernières  étant  respectivement  pourvues  d’un bromodomaine liant H3K36me3 et d’un domaine PHD. Ce complexe, capable de se lier à H3K4me3 et H3K36me3, est retrouvé dans les régions transcrites des gènes et joue un rôle important pour limiter le niveau d’expression des gènes (Jelinic et al. 2011).  En résumé, les gènes transcriptionnellement actifs sont surtout marqués par la présence de H3K4me3 au niveau du TSS et H3K36me3 sur  la région codante (figure 11A, gènes transcrits)    b Les gènes réprimés 
 Les  gènes  réprimés  sont  quant  à  eux  caractérisés  par  un  niveau  élevé  de H3K9me2/3 au promoteur,  de H3K27me3 au promoteur  et dans  la  région codante,  et également par un état d’hypoacétylation globale des histones (Barski et al. 2007; Zhou et al. 2011)(. Les mécanismes permettant la mise en silence des gènes utilisent des acteurs de  la  formation  de  l’hétérochromatine,  notamment  le  système  Suv39h1/HP1.  Ainsi,  la méthylation  de  H3K9  aux  promoteurs  des  gènes  réprimés  fait  entre  autre  intervenir l’histone méthyltransférase Suv39h1, par exemple dans le cadre de la répression stable de  gènes  cibles  de  E2F,  où  Suv39h1  est  recrutée  par  la  protéine  Rb  (Ait‐Si‐Ali  et  al. 2004). L’enzyme G9a permet également la mise en place de H3K9me2 au promoteur des gènes inactifs. G9a ainsi que la protéine proche GLP (pour G9a related protein) sont les enzymes  responsables  de  la  majorité  de  la  méthylation  de  H3K9  (H3K9me2)  dans l’euchromatine (Tachibana et al. 2005).  De façon intéressante, une étude a montré que 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les  différentes  enzymes  méthylant  H3K9  (Suv39H1,  G9a,  GLP  et  SETDB1)  sont retrouvées dans un même complexe pour réprimer la transcription (Fritsch et al. 2010). Les analyses à grande échelle indiquent que le signal H3K9me2/3 s’étend sur une large région autour du TSS (jusqu’à 10Kb en amont) (Barski et al. 2007). Par un mécanisme similaire à celui intervenant dans l’activation d’un gène, l’influence des résidus méthylés sur la répression de la transcription implique le recrutement de co‐répresseurs. Ainsi, la présence  de  H3K9me2/3  provoque  le  recrutement  de  protéines  HP1  possédant  un chromodomaine,  qui  installent  une  structure  fermée  de  type  hétérochromatinienne (Nielsen et al. 2001; Ait‐Si‐Ali et al. 2004). Le promoteur concerné est donc sujet à une « hétérochromatinisation » et la transcription est réprimée. La  gestion  de  la méthylation  de H3K27  sur  les  promoteurs  inactifs  et  son  rôle dans la régulation de la transcription est assurée par les protéines du groupe polycomb (PcG)  (Volkel  and  Angrand  2007).  Le  complexe  PCR2  contient  une  HMT  spécifique, EZH2, qui met en place la di‐ et tri‐méthylation de H3K27 (Cao et al. 2002). Ces marques sont  alors  reconnues  par  l’intermédiaire  d’une  protéine  à  chromodomaine  par  le complexe PRC1 qui contient une E3 ubiquitine ligase et induit la monoubiquitination de H2AK119 permettant la répression transcriptionnelle (Wang et al. 2004). Ce mécanisme a été initialement décrit dans la répression des gènes homéotiques HOX, impliqués dans la spécification du type cellulaire au cours du développement. Les gènes réprimés sont aussi  caractérisés  par  la  présence  de H3K27me2/3 dans  la  région  codante.  La  double localisation  de  cette  marque  permet  d’ajouter  un  niveau  de  contrôle  supplémentaire pour  garder  un  gène  inactif,  avec  tout  d’abord  le  contrôle  de  l’initiation  puis  de l’élongation de la transcription. Ainsi, il est proposé que la déméthylation successive de H3K27  dans  la  région  promotrice  puis  codante  permette  la  régulation  fine  de l’expression des gènes musculaires (Aziz et al. 2010). Le  profil  caractéristique  de  la méthylation  des  histones  au  niveau  d’un  gène  réprimé ainsi  que  les  activités  enzymatiques  impliquées  est  représenté  en  figure  11b.  (figure 11A, gènes réprimés)    c Cas particulier : les promoteurs bivalents 
 L’étude  des  mécanismes  moléculaires  impliqués  dans  le  contrôle  de  la détermination  du  lignage  cellulaire  des  cellules  pluripotentes  a  mis  en  évidence  des 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gènes  présentant  des  caractéristiques  très  particulières.  Leurs  promoteurs,  appelés promoteurs bivalents, sont enrichis à la fois en H3K4me3 et en H3K27me3, des marques généralement associés respectivement à l’activation et à la répression transcriptionnelle (Bernstein et al. 2006; Zhou et al. 2011) (figure 11B). Ce sont des gènes impliqués dans les  processus de différenciation  cellulaire  et  de développement. De  façon  surprenante l’ADN polymérase II est recrutée sur ces gènes, pourtant non transcrits, observation qui a  permis  l’émergence  de  la  notion  de  promoteur  préparés  à  la  transcription (« poised promoters »)  (Fisher and Fisher 2011). La majorité des gènes bivalents vont être  activés  ou  réprimés  de  façon  stable  au  cours  du  processus  de  différentiation.  La résolution  de  ces  promoteurs  va  entrainer  le  maintien  de  l’une  ou  l’autre  des  deux marques : H3K4me3 lors de l’activation des gènes, H3K27me3 pour les gènes réprimés. Ce  mécanisme  est  actif  et  fait  intervenir  des  histones  déméthylases :  KDM6B/JMJD3 pour la déméthylation de H3K27me3 et l’activation de gènes du développement neural, KDM1A/LSD1  pour  la  déméthylation  de  H3K4me3  et  le maintien  de  la  répression  de gènes  cibles de OCT4 et Nanog dans  les  cellules ES  (Burgold et  al.  2008; Adamo et  al. 2011).  De  plus,  la  protéine  Jarid2,  qui  présente  une  structure  proche  de  celle  d’une famille de déméthylases mais est dépourvue d’activité catalytique, est importante pour l’établissement des patrons de méthylation de H3K27 sur les promoteurs bivalents dans les cellules ES (Landeira and Fisher 2011).    D’autres  régions  chromatiniennes  sont  également  caractérisées par  la  présence de  marques  spécifiques.  C’est  le  cas  des  enhancers  par  exemple,  régions  régulatrices distales qui sont enrichies en H3K4me1 (Barski et al. 2007).  
4 Les enzymes impliquées dans la régulation de la méthylation des 
histones sur lysines   a Les histones lysines méthyltransférases (KMT)  La  méthylation  des  histones  est  mise  en  place  par  des  histones  lysines méthyltransférases  (Martin  and  Zhang  2005;  Shilatifard  2006;  Volkel  and  Angrand 2007;  Ng  et  al.  2009).  Ces  enzymes  catalysent  l’addition  de  1,  2  ou  3  groupements méthyl  sur  les  résidus  lysines,  en  utilisant  la  S‐adénosylméthionine  (ou  SAM)  comme 
Figure 12: Méthylation des lysines. 
A. Schématisation de la réaction conduisant à l’ajout successif de 1, 2 ou 3 groupement 
méthyl sur une lysine par les lysines méthyltransférases (KMT). Adapté de Shilatifard, Annu 
Rev Biochem, 2006. B. Classification des différentes lysines méthyltransférase. Völkel and 
Angrand 2007. 
A 
B 
KMT KMT KMT 
Lysine Lysine tri-méthylée Lysine di-méthylée Lysine mono-méthylée 
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donneur de méthyl (figure 12A). Elles présentent une grande spécificité de substrat en comparaison des autres enzymes de modification de la chromatine gérant  l’acétylation par  exemple.  Chez  la  levure  S.cerevisiae,  le  système  de  méthylation  des  histones  est relativement simple, avec 3 sites privilégiés de méthylation : les lysines 4, 36 et 79 de H3 (H3K9, H3K36, H3K79).  Les KMT  catalysent  la mono,  di  et  triméthylation  d’un  résidu donné.  Par  exemple,  KMT3/SET2  met  en  place  les  trois  degrés  de  méthylation  sur H3K36.  Le  système  s’est  beaucoup  complexifié  avec  l’évolution,  notamment  en  ce  qui concerne la spécificité des enzymes. Chez les mammifères, 3 enzymes au moins mettent en place la méthylation de H3K36, et sont capables de reconnaître et d’établir des degrès de  méthylation  différents.  Ainsi,  KMT3A/Setd2  catalyse  la  triméthylation  de  H3K36, mais  n’est  pas  impliquée  dans  la mise  en  place  de  la mono  ou  diméthylation  dans  la cellule. Depuis la découverte de la première KMT en 2000 (Suv39h1, (Rea et al. 2000)), de  nombreuses  autres  KMT  ont  été  identifiées.  Elles  sont  classées  dans  différentes familles en fonction de leurs similarités de séquence. A l’exception de Dot1, qui méthyle H3K79,  les  KMT  contiennent  un  domaine  SET,  domaine  initialement  identifié  dans  3 protéines  chez  la  drosophile  qui  se  sont  avérées  être  des  HKMT :  Su(var)3‐9,  E(Z)  et TRX.  Le  domaine  SET porte  l’activité  catalytique  et  est  flanqué  de  diverses  séquences plus ou moins conservées entre les différentes KMT qui vont également intervenir dans la modulation de l’activité méthyltransférase. Les KMT à domaines SET identifiées chez les  mammifères  sont  ainsi  regroupées  en  7  familles  qui  seront  détaillées  ci‐dessous (figure 12B).    i La famille SET1   La  famille  SET1  comporte  6 membres  qui  présentent  tous  un  domaine  SET  en position  C‐terminale  suivi  par  un  domaine  post‐SET  essentiel  pour  leur  activité catalytique. Il s’agit des protéines MLL 1 à 4 (MLL1 et MLL4 étant les orthologues de la protéine TRX de  drosophile),  et  des  protéines  SET1  et  SET1L,  similaires  à  la  protéine Set1 de levure. Les enzymes de la famille SET1 sont toutes spécifiques du résidu H3K4, de même que leurs orthologues chez la drosophile et la levure. De ce fait, H3K4 méthylé étant  une marque  active,  ces  enzymes  sont  généralement  considérées  comme  des  co‐activateurs  transcriptionnels  et  beaucoup  d’entre  elles  sont  retrouvées  en  complexe avec d’autres co‐activateurs ou interagissent même directement avec l’ARN polymérase 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II, comme MLL1 et SET1 (Guenther et al. 2005) (Ng et al. 2003).   ii La famille SET2   La famille SET2 comprend les protéines NSD1, NSD2 et NSD3, ASH1L (orthologue d’une protéine du groupe Tritorax chez la drosophile), ainsi que SETD2/HYPB et SET2L, deux protéines moins bien caractérisées. Le domaine SET de ces protéines est encadré par  une  séquence  AWS  en  amont  et  un  domaine  post‐SET,  tous  deux  impliqués  dans l’activité  catalytique.  A  part  la  protéine  SETD2  qui  est  spécifique  de  H3K36  et  qui interagit  avec  la  polymérase  d’élongation  (Xiao  et  al.  2003),  les  autres  enzymes  de  la famille SET2 peuvent méthyler plusieurs résid us. NSD1, initialement identifiée comme un partenaire des récepteurs aux hormones nucléaires, méthyle H3K36 et H4K20, tandis que ASH1 peut méthyler H3K4, H3K9 et H4K20 (Beisel et al. 2002; Rayasam et al. 2003).   iii La famille SUV39   Cette  famille  regroupe  7  membres  qui  sont  caractérisés  par  la  présence  d’un domaine  pré‐SET  et  d’un  domaine  post‐SET  encadrant  le  domaine  SET  localisé  en  C‐terminal.  De  nouveau,  ces  domaines  auxiliaires  sont  nécessaires  à  l’activité méthyltransférase. Les KMT de la famille SUV39 méthylent préférentiellement le résidu H3K9,  mais  une  activité  sur  H3K27  et  sur  H3K36  est  décrite  pour  G9a  et  SETMAR respectivement.  SUV39H1,  le  membre  fondateur  de  la  famille,  est  responsable  de  la triméthylation de H3K9 dans les cellules mammifères (Rea et al. 2000). Cette enzyme est impliquée  dans  la  répression  transcriptionnelle  de  gènes  spécifiques, mais  également dans la mise en place de l’hétérochromatine notamment autour des centromères. Cette structure  très  riche  en  H3K9me3,  appelée  hétérochromatine  péricentrique  chez  la souris,  intervient  dans  l’attachement  des  kinétochores  et  la  ségrégation  des chromosomes  en  mitose.  Les  souris  KO  pour  Suv39h  présentent  des  problèmes  de ségrégation  des  chromosomes  accompagnés  d’un  risque  accru  de  développer  des tumeurs, mettant en évidence le rôle crucial de Suv39h dans le maintien de la stabilité du génome (Peters et al. 2001). Suv39h    interagit avec d’autres protéines  importantes pour  la  mise  en  place  d’une  structure  chromatinienne  fermée,  comme  HP1 (heterochromatin protein 1) ou des DNA méthyltransférases (Aagaard et al. 1999) (Fuks 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et al. 2003). Elle possède également un chromodomaine lui permettant de reconnaître le résidu  H3K9me3,  ce  qui  est  essentiel  pour  le  mécanisme  de  propagation  de l’hétérochromatine.  De  façon  intéressante,  le  complexe  Suv39H1‐HP1  intervient  aussi dans  la  régulation  de  l’expression  génique.  La  première  étude  à  ce  sujet  montre  que Suv39H1 et HP1 sont ciblées sur le promoteur de la cycline E par l’intermédiaire d’une interaction avec Rb, ayant pour conséquence la répression du gène (Nielsen et al. 2001). D’autres protéines de la famille présentent également des domaines particuliers, comme SETDB1  qui  peut  se  lier  à  l’ADN  méthylé  grâce  à  un  domaine  MBD  (methyl  binding domain) (Volkel and Angrand 2007).   iv La famille EZH   Deux  protéines  constituent  cette  famille,  EZH1  et  EZH2,  toutes  deux  des orthologues  de  la  protéine  de  drosophile  Enhancer  of  zeste  (E(Z))  qui  appartient  au groupe  polycomb.  Ces  protéines  présentent  le  SET  domaine  en  position  C‐terminale, précédé d’une séquence régulatrice, et méthylent spécifiquement  le résidu H3K27 (Cao et al. 2002). L’enzyme EZH2 est un membre du complexe Polycomb PRC2 qui intervient dans  la  répression  transcriptionnelle  de  nombreux  gènes,  notamment  des  gènes  du développement,  en  instaurant  un  environnement  répresseur  sur  leurs  promoteurs (caractérisé  par  un  niveau  élevé  de méthylation  de H3K27  et  un  niveau  relativement faible  de  méthylation  de  H3K4  et  d’acétylation  des  histones).  De  façon  intéressante, EZH2 permet aussi de méthyler l’histone de liaison H1 sur la lysine 26 (H1K26), élément important dans l’effet répresseur médié par EZH2 (Kuzmichev et al. 2004).   v La famille SMYD   Ces enzymes, au nombre de 5, se distinguent par la présence d’un domaine MYND en position N‐terminale, en plus du domaine SET, qui  leur permet d’interagir avec des séquences  d’ADN  spécifiques.  Les  membres  de  cette  famille  ont  des  spécificités  de résidus différentes. L’enzyme SMYD2 méthyle H3K36, tandis que SMYD3 méthyle H3K4. En effet, SMYD3 met en place la di et triméthylation de H3K4 notamment au niveau des gènes  cibles  du  récepteur  aux  oestrogènes  avec  lequel  SMYD3  interagit  directement, participant  à  l’induction  de  leur  expression  (Kim  et  al.  2009).  H3K4me2/3  étant  une 
 
    23 
marque  associée  aux  gènes  actifs,  SMYD3  est  considéré  comme  un  co‐activateur transcriptionnel.  En  accord  avec  cette  activité,  SMYD3  interagit  également  avec  l’ARN ploymérase II.   vi La famille PRDM   Les protéines PRDM constituent une vaste famille présentant des caractéristiques similaires.  Ces  protéines  ne  contiennent  pas  de  domaine  SET  mais  un  domaine  PR. Malgrès seulement 30% d’identité avec le domaine SET, ce domaine PR a une structure tridimensionnelle  similaire  et  est  de  ce  fait  considéré  comme une  sous‐classe  de  SET. Cependant,  l’activité  méthyltransférase  de  ces  protéines  est  controversée.  En  effet, seulement  2  membres  de  cette  famille  ont  une  activité  catalytique  avérée : RIZ1  et Meisetz qui méthylent  respectivement H3K9 et H3K4 (Kim et al. 2003)  (Hayashi et al. 2005).  De  plus  la  structure  du  domaine  PR  diffère  du  domaine  SET  au  niveau  de quelques acides aminés essentiels à l’activité catalytique des protéines à domaine SET.   vii Les autres protéines à domaine SET   Diverses  autres  protéines  contiennent  également  un  domaine  SET  mais  aucun autre  domaine  caractéristique,  et  ne  sont  donc  pas  classées  dans  une  famille  en particulier.  Parmi  ces  protéines  se  trouvent  des  méthyltransférases  spécifiques  du résidu  H4K20.  H4K20  est  monométhylé  par  PR‐SET7  (aussi  appelée  SET8)  et  les enzymes  SUV420H1  et  SUV420H2 mettent  en  place  la  di  et  triméthylation  de  H4K20 (Volkel and Angrand 2007). Ces deux dernières sont impliquées dans la méthylation de H4K20  au  niveau  des  régions  péricentriques.  La  mise  en  place  de  la  méthylation  de H4K20 est  reliée à  la méthylation de H3K9 dans  l’hétérochromatine péricentrique, via l’interaction de SUV420H1 et SUV420H2 avec les protéines HP1 qui se lient à H3K9me3 (Schotta et al. 2004). PR‐SET7 est quant à elle impliquée dans la régulation des origines de réplication, une fonction qui nécessite son activité de H4K20 monométhyltransférase (Tardat et al. 2007) (Tardat et al. 2010). De façon intéressante, les enzymes PR‐SET7 et Suv40H1  agissent  en  coopération  pour  établir  la méthylation  de H4K20  (H4K20me3) sur les régions régulatrices des gènes soumis à l’empreinte, un exemple de mobilisation coordonnée  de  différentes méthyltransférases  spécifiques  d’un  résidu  pour mettre  en 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place la marque de façon appropriée (Pannetier et al. 2008).   b Les histones lysines déméthylases (KDM)  La  méthylation  des  histones  a  longtemps  été  considérée  comme  une  marque épigénétique irréversible, en raison de son statut de modification stable et de l’absence d’enzymes à activité de déméthylation connue. En effet, le taux de renouvellement global de  la  méthylation  des  histones  est  très  faible  comparé  à  celui  des  autres  marques (l’acétylation, notamment, est une marque très labile). De plus, les premières études se penchant  sur  la  question  montrent  que  la  demi‐vie  des  résidus  lysines  méthylés  est identique  à  celle des histones  elles‐mêmes,  concluant que  la méthylation des histones n’est  pas  réversible  (Byvoet  et  al.  1972)  (Duerre  and  Lee  1974).  A  l’inverse,  certains groupes ont pu détecter un renouvellement des groupements méthyls sur les histones, à un  faible  taux  (Borun et  al.  1972). De  ce  fait,  la  communauté  scientifique a  longtemps considéré  que  le  seul  mécanisme  permettant  d’enlever  les  lysines  méthylées  dans  la chromatine  était  l’incorporation  de  nouvelles  histones  non  méthylées  au  cours  de  la réplication.  Une  activité  déméthylase  fut  pourtant  détectée  dans  des  cellules mammifères,  mais  sans  que  la  protéine  portant  l’activité  enzymatique  ne  puisse  être identifiée.  Depuis,  différents  groupes  se  sont  attachés  à  identifier  des  protéines  qui seraient  capable  de  déméthyler  les  histones,  en  déterminant  quel  type  de  réaction chimique  serait  nécessaire  à  ce  processus.  Plusieurs  hypothèses  ont  été  avancées,  et dans tous les cas, les mécanismes potentiels aboutissent à la formation de formaldéhyde, suggérant  l’intervention  d’une  réaction  d’oxidation  (Bannister  et  al.  2002).  Les recherches  d’une  activité  de  déméthylase  d’histones  se  sont  donc  basées  sur  ce raisonnement  et se sont révélées productives. Effectivement  depuis  peu,  la  méthylation  des  histones  apparaît  comme  une marque réversible, avec la découverte récente des histones lysines déméthylases (KDM) qui  effectivement  relarguent  du  formaldéhyde  lors  d’une  réaction  d’oxidation  ou d’hydroxylation.  La  première  enzyme  de  ce  type  a  été  identifiée  en  2004.  Il  s’agit  de LSD1  (pour  Lysine  Specific  Demethylase  1),  qui  déméthyle  les  résidus  H3K4me1,2  et H3K9me1,2 (Shi et al. 2004). Depuis, de nombreuses enzymes déméthylant  les résidus lysines sur les histones on tété identifiées. Les KDM sont regroupées dans deux grandes familles  d’enzymes,  en  fonction  de  leur  homologie  de  séquence  et  de  la  réaction 
Figure 13: Les flavine monoamine oxydases. 
A. Réaction enzymatique catalysée par les flavine monoamine oxydases. La réaction est 
dépendante du FAD et produit du formaldéhyde (HCHO). Hou et al., Curr Op Struct Biol, 
2010. B. Structure de KDM1A et KDM1B. La position du domaine catalytique (amine 
oxydase domain, ou AOD) et du domaine SWIRM est représentée, ainsi que celle du 
domaine à doigt de zinc spécifique à KDM1B (Zf-CW). Yang et al., Cell Res, 2010. C. 
Structure 3D de KDM1A. Les domaines SWIRM et AOD (en vert et en bleu) interagissent 
pour former une structure globulaire. L’insertion (en jaune) présente entre les 2 lobes du 
domaine AOD forme une structure protubérante qui permet l’intéraction avec CoREST. Cen 
et al., PNAS, 2006. 
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catalytique utilisée pour le mécanisme de déméthylation qui en découle (Pedersen and Helin  2010).  Ces  enzymes  sont  impliquées  dans  l’organisation  de  la  structure chromatinienne  ainsi  que  dans  le  contrôle  de  l’expression  génique,  et  sont  donc maintenant considérées comme des régulateurs importants de la chromatine.   i Les flavine‐monoamine oxydases   Cette  famille est  formée de deux membres : LSD1/KDM1A et LSD2/KDM1B (Shi et al. 2004; Karytinos et al. 2009). Ces enzymes sont des flavines monoamines oxydases et peuvent déméthyler les résidus mono et di‐méthylés. La réaction catalytique utilise le FAD (flavine‐adénine dinucléotide) et produit du formaldéhyde, utilisé dans les tests de détection  d’activité  déméthylase  (figure  13A)  (Hou  and  Yu  2010).  LSD1  et  LSD2 présentent une stucture similaire avec un domaine amine oxydase (AOD) en C‐terminal précédé par un domaine SWIRM impliqué dans des interactions protéine‐protéine et/ou protéine‐ADN  (figure  13B  et  C)  (Chen  et  al.  2006;  Yang  et  al.  2010).  Chez  les mammifères,  ces  enzymes  sont  spécifiques  des  résidus  H3K4me1/2  et  H3K9me1/2, mais  ont  des  fonctions  distinctes  dans  la  cellule.  LSD1  participe  à  la  répression  ou  à l’activation  transcriptionnelle,  en  déméthylant  H3K4me1/2  et  H3K9me1/2 respectivement. Ce changement de spécificité est fonction de l’association de LSD1 avec d’autres  protéines.  Ainsi,  LSD1  déméthyle    H3K4  quand  elle  est  en  complexe  avec CoREST, induisant la répression des gènes cibles (Lee et al. 2005; Shi et al. 2005; Yang et al.  2006).  En  revanche,  l’interaction  de  LSD1  avec  le  récepteur  aux  androgènes  induit son activité de H3K9 déméthylase et LSD1 se  comporte alors  comme un co‐activateur (Metzger  et  al.  2005;  Wissmann  et  al.  2007).  Des  études  récentes  montrent  que  la spécificité de LSD1 peut être régulée par des modifications d’histones présentes sur  la chromatine. En effet, dans le contexte de l’activation des gènes cibles des récepteurs aux androgènes, la phosphorylation de la thréonine 6 de H3 (H3T6) par la PKCbeta1 inhibe la déméthylation de H3K4 par LSD1, qui déméthyle  alors H3K9  (Metzger  et  al.  2010). LSD2  a  principalement  été  décrite  comme  un  co‐activateur  transcriptionnel.  Cette enzyme  est  importante  pour  la  régulation  de  l’élongation  trancriptionnelle  par  l’ARN polymérase  II.  En  complexe  avec  G9a  (HKMT  spécifique  de  H3K9)  et  des  facteurs généraux d’élongation,  LSD2 déméthyle H3K4me2 dans les régions transcrites riches en H3K36me3 et participe ainsi à l’activation des gènes cibles concernés (Fang et al. 2010). 
Figure 14: Les hydroxylases. 
A. Réaction enzymatique catalysée par les hydroxylases (famille des protéines à domaines 
JmjC). La réaction est dépendante du Fe2+ et de l’α-cetoglutarate et produit du 
formaldéhyde (HCHO). Hou et al., Curr Op Struct Biol, 2010. B. Présentation des différentes 
familles de déméthylase à domaine jmjC. Terndrup Petersen and Helin, Trends Cell Biol, 
2010. 
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LSD2 est également impliqué dans l’activation de gènes en particulier, comme les gènes cibles de NF‐kB, en déméthylant H3K9 au promoteur (van Essen et al. 2010).    ii Les déméthylases à domaine JmjC   Les autres histones lysines déméthylases décrites à ce jour sont groupées dans la famille  des  protéines  à  domaine  JmjC.  Comme  leur  nom  l’indique,  ces  enzymes  sont caractérisées  par  la  présence  d’un  domaine  jmjC,  qui  porte  l’activité  catalytique,  ainsi que d’un domaine régulateur jmjN. L’addition de différents autres motifs permettent de classer  les  KDM  en  sous  groupes  en  fonction  de  leur  homologie  de  structure  (figure 14B). Les KDM à domaine jmjC utilisent une réaction d’hydroxylation pour déméthyler les histones, qui nécessite du Fe2+ et de l’α‐cetoglutarate comme cofacteurs (figure 14A) (Hou  and  Yu  2010).  Ce mécanisme  de  déméthylation  leur  permet  d’attaquer  les  trois degrès  de  méthylation,  dont  la  triméthylation,  contrairement  aux  flavine‐monoamine oxydases décrites précédemment (Shi and Whetstine 2007; Pedersen and Helin 2010). Les  divers  sous‐groupes  de  KDM  à  domaine  jmjC  sont  détaillés  ci‐dessous,  ainsi  que leurs caractéristiques de structure, de spécificité et de fonction. Je traiterai dans un premier temps de la famille des KDM4/JMJD2, auquelles je me suis plus particulièrement intéressée durant ma thèse, puis des autres KDM à domaine JmjC dans une seconde partie.  
• La famille des KDM4   Les membres de la sous‐famille des KDM4, au nombre de 4 chez les mammifères (KDM4A à D), sont les premières enzymes à avoir été caractérisées pour déméthyler des résidus  triméthylés.  Elles  sont  spécifiques  des  résidus  H3K9me2/3  et  H3K36me2/3, mais déméthylent préférentiellement le stade triméthylé (Cloos et al. 2006; Fodor et al. 2006; Klose et al. 2006). Les 4 membres possèdent le domaine JmjC dans leur partie N‐terminale,  précédé  d’une  région  régulatrice  JmjN  qui  est  nécessaire  à  l’activité catalytique.  KDM4A,  B  et  C  possèdent  en  sus  deux  domaines  PHD  et  deux  domaines TUDOR en C‐terminal, qui sont impliqués dans des interactions avec d’autres protéines, ou  avec  des  histones  modifiées  comme  c’est  le  cas  pour  le  double  TUDOR  de KDM4A/JMJD2A qui reconnait H3K4me3 et H4K20me1 (figure 15A) (Huang et al. 2006; 
Figure 15: Les déméthylases de la famille des JMJD2 (KDM4). 
A. Présentation des 4 membres de la famille JMJD2. La position sur les séquences des 
domaines catalytiques (JmjN et JmjC) et des domaines d’interaction (PHD et Tudor) sont 
représentés, ainsi que la spécificité de substrat et les rôles décrits pour chacune des 
protéines. (): déméthylation moins efficace. Schéma de la structure tiré de Whetstine et al., 
Cell, 2006. B. Représentation de la structure 3D du double domaine TUDOR de JMJD2A, en 
complexe avec les peptides H3K4me3 (en rose) et H4K20me3 (en vert). Les acices aminés 
impliqués dansl’interaction sont en bleu. Ce schéma illustre bien la reconnaissance de 
H3K4me3 et H4K20me3 par deux modes distincs: les deux peptides sont orientés 
différemment au sein du domaine TUDOR de JMJD2A. Lee et al., Nat Struct Mol Biol, 2008. 
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Whetstine  et  al.  2006;  Lee  et  al.  2008).  De  façon  intéressante,  les  KDM4  peuvent déméthyler un peptide correspondant à une séquence de G9a, suggérant qu’elles soient capable de déméthyler des protéines non histones (Ponnaluri et al. 2009). Le  membre  de  cette  famille  le  plus  étudié  du  point  de  vue  de  sa  fonction  est KDM4C/JMJD2C, qui est principalement décrit comme un co‐activateur transcriptionnel en lien avec son activité de déméthylase du résidu répresseur H3K9me2/3. KDM4C est notamment impliquée dans l’activation des gènes cibles du récepteur aux androgènes en coopération  avec  KDM1/LSD1.  Dans  ce  cas,  les  deux  enzymes  sont  recrutées  par l’intermédiaire d’une interaction avec le récepteur aux androgènes au promoteur de ses gènes  cibles,  et  le  complexe  induit  alors  la  déméthylation  de  H3K9me3  puis  de H3K9me2  (Wissmann et  al.  2007). KDM4C  intervient  également dans  la  régulation de l’expression  de  Nanog  au  cours  du  développement  embryonnaire.  En  déméthylant H3K9me2/3 sur le promoteur du gène Nanog, KDM4C empêche la liaison de répresseurs HP1 et KAP1 et  induit  l’expression du gène, contrôlant ainsi  l’auto‐renouvellement des cellules ES (Loh et al. 2007) . Plus récemment, il a été montré que JMJD2C est impliqué dans  la  déméthylation  de H3K9me2/3  sur  le  promoteur  de Mdm2,  participant  ainsi  à l’activation du  gène  (Ishimura  et  al.  2009).  Cependant,  une  étude  très  récente montre que  KDM4C  participe  à  la  répression  transcriptionnelle  du  gène  codant  pour  PPARγ. Cette  fonction  ne  fait  pas  intervenir  le  domaine  déméthylase  mais  dépend  d’une interaction entre les domaines TUDOR de KDM4C et des HDAC (Lizcano et al. 2011). De façon  intéressante,  l’activité  déméthylase  de  KDM4C  peut  être  régulée  par  une modification d’histone. En effet,  la présence d’un résidu H3T11 phosphorylé stimule  la déméthylation de H3K9 par KDM4C (Metzger et al. 2008).  La  fonction  de  KDM4A/JMJD2A  était  en  comparaison moins  étudiée  quand  j’ai débuté ma thèse, mais de plus en plus de nouveaux travaux décrivent le rôle de KDM4A. Cette protéine était décrite majoritairement comme un co‐represseur  transcriptionnel. Elle  intervient en effet dans la répression des gènes cibles de E2F en coopération avec Rb et des HDACs (Gray et al. 2005). KDM4A en interaction avec le complexe répresseur N‐COR est recruté sur le promoteur du gène ASCL2 pour induire sa répression dans les cellules non trophoblastiques. Les auteurs montrent que le domaine TUDOR de KDM4A est  impliqué  dans  cette  fonction  (Zhang  et  al.  2005).  Ces  mécanismes  ont  été initialement décrits avant la découverte de l’activité déméthylase de KDM4A, puis il a été montré  que  la  régulation  de  ASCL2  par  KDM4A  passe  par  la  déméthylation  de 
 
    28 
H3K9me2/3  au  niveau  de  son  promoteur,  ce  qui  semble  en  contradiction  avec  l’effet répresseur  de  H3K9me2/3  (Klose  et  al.  2006).  En  revanche,  une  étude  plus  récente montre que KDM4A permet l’activation des gènes cibles du récepteur aux androgènes en déméthylant  H3K9me2/3  aux  promoteurs  (Shin  and  Janknecht  2007a).  Une  étude  in 
vivo  a  permit  de mettre  en  évidence  le  rôle  de  KDM4A  dans  la  formation  de  la  crête neurale.  Les  auteurs  montrent  par  une  technique  de  ChIP  in  vivo  que  KDM4A  est recrutée au promoteur de gènes spécifiques de ce tissu pour participer à l’induction de leur expression (Strobl‐Mazzulla et al. 2011). La structure 3D de KDM4A a en revanche été  bien  documentée,  notamment  avec  la  résolution  de  la  structure  du  domaine  de reconnaissance du  substrat  (H3K9me2/3 et H3K36me2/3,  (Chen et  al.  2007; Ng et  al. 2007)) et la description de la structure du double domaine TUDOR qui se lie à H3K4me3 et  H4K20me3  (figure  15B)  (Huang  et  al.  2006;  Lee  et  al.  2008).  En  plus  de  H3K9  et H3K4,  KDM4A  déméthyle  la  lysine  26  de  l’isotype  4  de  l’histone  H1  (H1.4K26),  une marque importante pour la déposition et la rétention de H1.4 sur la chromatine qui est mise  en  place  par  G9a  (Trojer  et  al.  2009).  Très  récemment,  deux  études  ont mis  en évidence  la  régulation  de  KDM4A  par  l’intermédiaire  d’une  dégradation  par  le protéasome, l’ubiquitination de la protéine étant assurée par l’E3 ubiquitine ligase SCF‐FbxL4 (Van Rechem et al. 2011). KDM4B, moins étudié, est un co‐activateur du récepteur aux oestrogènes (ER). En complexe avec ERα et MLL2, KDM4B permet la coordination de la méthylation de H3K4 et de la déméthylation de H3K9 pour induire l’expression des gènes cibles de ERa (Shi et al.  2011)  (Kawazu  et  al.  2011)  dont  elle  fait  elle même  partie  (Yang  et  al.  2011).  Par ailleurs, plusieurs travaux relatent la régulation positive de l’expression de KDM4B par les  conditions  d’hypoxie,  KDM4B  étant  une  cible  du  facteur  HIF  (Pollard  et  al.  2008) (Beyer et al. 2008). Le  seul  rôle  connu  pour  JMJD2D  est  celui  de  co‐activateur  transcriptionnel  en association avec le récepteur aux androgènes et KDM4A (Shin and Janknecht 2007a). Le contrôle de  la prolifération cellulaire est un des processus majeurs contrôlés par  ces  enzymes  du  groupe  KDM4.  En  effet,  la  déplétion  d’une  seule  de  ces  enzymes entraîne un défaut de prolifération des cellules (Cloos et al. 2006; Whetstine et al. 2006). De plus, les KDM4 sont des enzymes surexprimées dans de nombreux types de cancers, notamment celui de la prostate (Cloos et al. 2006). Le locus chromosomique portant le gène  de  KDM4C  (initialement  nommée  GASC1  pour  Gene  Amplified  in  Squamous 
 
    29 
Carcinoma)  est  amplifié  dans  de  nombreuses  pathologies  cancéreuses  (cancer  de l’œsophage,  du  poumon,  du  sein,  lymphomes)  (Cloos  et  al.  2006;  Italiano  et  al.  2006; Vinatzer et al. 2008; Liu et al. 2009). L’importance de ces enzymes dans le contrôle de la prolifération a été appuyée par une étude récente qui montre que  la surexpression de KDM4A  induit  la  réplication  précoce  de  loci  normalement  répliqués  tardivement, permettant  ainsi  de  raccourcir  la  phase  S  dans  ces  cellules.  Ce mécanisme  dépend  de l’activité déméthylase de H3K9 de KDM4A et fait intervenir la protéine HP1γ (Black et al. 2010). Le rôle potentiel des déméthylases KDM4 dans le processus de carcinogénèse a conduit  au développement d’inhibiteurs  spécifiques de  cette  famille,  dont  certains ont été  testés sur des cultures cellulaires et permettent d’inhiber  la croissance des  lignées cancéreuses (Hamada et al. 2010).  
• Les autres KDM à domaine JmjC   Les  deux  déméthylases  de  la  sous‐famille  KDM2,  KDM2A/JHDM1A  et KDM2B/JHDM2B, possèdent le domaine catalytique jmjC dans leur partie N‐terminale et un  domaine  PHD  central.  Elles  sont  spécifiques  de  H3K36me2,  bien  qu’une  activité H3K4me2 déméthylase ait été décrite pour KDM2B (Tsukada et al. 2006; Frescas et al. 2007).  Ces  deux  enzymes  présentent  une  localisation  subnucléaire  différente,  KDM2B étant  concentré  dans  le  nucléole,  ce  qui  suggère  des  fonctions  distinctes.  Cependant, l’activité H3K36me2 déméthylase des deux protéines est  impliquée dans  la  répression de la transcription dépendante des ARN polymérases I et II (Frescas et al. 2007; He et al. 2008; Lu et al. 2009; Tanaka et al. 2010). D’autre part, KDM2A est  importante pour  la structure de l’hétérochromatine centromérique, car son activité réprime la transcription des  régions  satellites  répétées  au  centromère  (Frescas  et  al.  2008).  Récemment,  il  a également été montré que KDM2A permet de détecter les îlots CpG non méthylés dans la chromatine  en  déméthylant  localement  H3K36me2,  induisant  la  formation  d’un environnement chromatinien permissif à la transcription (Blackledge et al. 2010).   La  sous‐famille  des  KDM3  contient  3  membres  chez  les  mammifères,  qui comportent  le  domaine  JmjC  à  l’extrémité  C‐terminale.  Seule  KDM3A  possède  une activité  catalytique  caractérisée  à  ce  jour,  et  déméthyle  H3K9me1/2.  De  ce  fait,  la fonction  de  KDM3A  est  la  plus  étudiée.  Cette  enzyme  se  comporte  comme  un  co‐
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activateur transcriptionnel dans de nombreux systèmes, notamment pour la régulation des  gènes  cibles du  récepteur  aux  androgènes  ainsi  que pour  l’activation de  gènes du métabolisme et de la spermatogénèse (Yamane et al. 2006; Okada et al. 2007). KDM3A intervient également dans l’activation des gènes induits par le facteur HIF en réponse à l’hypoxie (Krieg et al. 2010).   La sous‐famille des KDM5 regroupe 4 protéines chez les mammifères : KDM5A à D.  Elles  possèdent  les  domaines  JmjC  et  JmjN,  ainsi  que  plusieurs  domaines  PHD impliqués  dans  des  interactions  protéines‐protéines  ou  liant  des  résidus  histones méthylés. De plus,  les KDM5 ont la particularité de contenir un domaine ARID qui  leur permet de  se  lier  à  l’ADN de  façon  séquence  spécifique  (Tu  et  al.  2008).  Ces  enzymes sont spécifiques de H3K4me2/3, et sont impliquées dans la régulation transcriptionnelle des  gènes  (Iwase  et  al.  2007;  Klose  et  al.  2007b;  Yamane  et  al.  2007).  KDM5A  a initialement été appelée RBP2 (retinoblastoma binding protein 2) car identifiée comme interactant  de  la  protéine  Rb.  Il  a  été  proposé  que  cette  interaction  permette  la séquestration de RBP2 par Rb, conduisant ainsi à l’activation des gènes cibles de RBP2 associés à la différenciation (Benevolenskaya et al. 2005). KDM5A intervient aussi dans la régulation des gènes du cycle cellulaire. Ainsi, KDM5A/RBP2 participe à la répression stable  des  gènes  cibles  de  E2F  (gènes  du  cycle)  en  coopérant  avec  le  complexe répresseur Sin3 (van Oevelen et al. 2008). De plus, elle joue un rôle dans la répression transcriptionnelle des gènes régulés par la voie Notch (Liefke et al. 2010). KDM5B/PLU1 s’associe  quant  à  elle  à  différents  facteurs  de  transcription  pour  réprimer  des  gènes importants  au  cours  du  développement  neural,  et  joue  un  rôle  d’inhibiteur  de différenciation  dans  les  cellules  ES  (Tan  et  al.  2003;  Dey  et  al.  2008).  Par  ailleurs, KDM5B est surexprimé dans un certain nombre de cancers. De façon intéressante chez la  levure,  la déméthylation de H3K4 par  l’orthologue de KDM5B est essentielle pour  la formation de l’hétérochromatine, une fonction qui reste à étudier chez les mammifères (Li  et  al.  2008).  KDM5C/SMCX  a  été  initialement  identifiée  comme  un  gène  causal  de retard  mental  lié  à  l’X  (Jensen  et  al.  2005).  Elle  agit  comme  co‐répresseur transcriptionnel  de  gènes  neuraux  dans  les  lignages  non‐neuronaux  (Tahiliani  et  al. 2007).  Le  dernier  membre  de  la  famille,  KDM5D/SMCY,  réprime  la  transcription  de gènes du développement dans les cellules embryonnaires humaines de rein, et participe à la régulation de la compaction de la chromatine lors de la spermatogénèse (Lee et al. 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2007a; Akimoto et al. 2008).   Les KDM6 sont au nombre de 3 chez les mammifères, KDM6A à C. Elles possèdent le domaine catalytique JmjC en C‐terminal, et sont spécifiques du résidu H3K27me2/3, à l’exception de KDM6C/UTY pour laquelle aucune activité n’a été décrite à ce jour (Agger et  al.  2007;  Hong  et  al.  2007;  Lan  et  al.  2007;  Lee  et  al.  2007b).  En  accord  avec  leur spécificité,  KDM6A/UTX  et  KDM6B/JMJD3  agissent  comme  co‐activateurs transcriptionnels en contrecarrant l’effet des protéines du groupe polycomb qui mettent en  place  la  marque  répressive  H3K27me2/3.  De  ce  fait,  KDM6A  et  KDM6B  sont impliquées  dans  des  processus  tels  que  la  progression  dans  le  cycle  cellulaire,  la différenciation  et  le  développement,  ou  encore  la  réponse  inflammatoire.  KDM6A  et KDM6B contrôlent le cycle cellulaire en coordonnant l’expression de protéines de la voie Rb et  en  régulant  le  locus  INK4‐ARF  respectivement  (Agger  et  al.  2009; Agherbi  et  al. 2009; Barradas et al. 2009; Wang et al. 2010). Le contrôle de la différenciation cellulaire par ces enzymes passe essentiellement par la régulation fine du niveau de H3K27me2/3. Ainsi  ces  protéines  contrôlent  l’expression  des  gènes  HOX,  régulée  par  les  complexes polycomb  (PcG) porteurs de  l’activité H3K27 méthyltransférase,  dans divers  systèmes développementaux  (Agger et al. 2007; Lee et al. 2007b). KDM6A et KDM6B sont aussi importants pour activer des gènes spécifiques de tissu au cours de la différenciation de divers  types  cellulaires,  comme  les  cellules  neuronales,  épidermiques  ou  encore  les cellules de la chorde spinale (Burgold et al. 2008; Sen et al. 2008; Akizu et al. 2010; Dai et al. 2010). Enfin, KDM6A/UTX est impliquée dans l’activation des gènes cibles de MyoD au  cours  de  la  différenciation musculaire  (voir  le  paragraphe  intitulé  « Activation  des gènes musculaires » (Aziz et al. 2010; Seenundun et al. 2010)). De  façon  intéressante,  l’activité déméthylase de KDM6B a été  impliquée dans  la résolution  de  promoteurs  bivalents  au  cours  de  la  différenciation  sur  des  gènes  qui doivent être activés (déméthylation de H3K27me3, maintien de H3K4me3) (Burgold et al. 2008; Akizu et al. 2010).    Les protéines de la sous‐famille des KDM7 ont été récemment caractérisées. Elles présentent  le  domaine  JmjC  à  l’extrémité  C‐terminale,  précédé  d’un  domaine  PHD.  Ce groupe  comporte  3  membres :  KDM7A  qui  déméthyle  H3K9me1/2  et  H3K27me1/2, KDM7B/PHF8  et  KDM7C/PHF2  qui  sont  spécifiques  de  H3K9me1/2  et  se  lient  à 
 
    32 
H3K4me3 via leur domaine PHD (Fortschegger and Shiekhattar 2011). De plus, KDM7B est  la première enzyme décrite qui   déméthyle H4K20me1, permettant de retirer cette marque des promoteurs des gènes cibles de E2F1 quand ils sont activés (Liu et al. 2010; Qi  et  al.  2010).  En  accord  avec  leur  spécificité,  ces  enzymes  sont  des  co‐activateurs transcriptionnels. KDM7A active des gènes neuronaux en déméthylant H3K9 et H3K27 au  niveau  de  leur  promoteur,  et  participe  ainsi  au  développement  correct  du  cerveau dans divers organismes (Huang et al. 2010a; Huang et al. 2010b; Tsukada et al. 2010). KDM7B  régule  la  transcription  dépendante  de  la  polymérase  I  et  de  la  polymérase  II avec lesquelles elle interagit directement (Feng et al. 2010; Fortschegger et al. 2010). Le rôle  le mieux documenté de KDM7B est celui d’activateur de  la  transcription de  l’ADN ribosomique.  Cette  enzyme  est  responsable  de  la  déméthylation  de  H3K9me2  aux promoteurs des gènes ribosomiques,  induisant ainsi  leur expression (Feng et al. 2010; Zhu  et  al.  2010).  KDM7C  a  aussi  une  fonction  similaire  dans  la  régulation  des  gènes ribosomiques  (Wen  et  al.  2010).  D’autre  part,  KDM7B  régule  également  les  fonctions neuronales et est un gène lié au retard mental lié à l’X (Kleine‐Kohlbrecher et al. 2010; Qi  et  al.  2010;  Qiu  et  al.  2010).  Enfin,  KDM7B  est  impliqué  dans  le  contrôle  de  la progression dans le cycle cellulaire à la transition G1/S et à l’entrée en mitose (Liu et al. 2010).   La  dernière  sous‐famille  est  constituée  par  KDM8/JMJD5,  dont  l’activité  de H3K36me2  a  récemment  été  identifiée.  Cette  enzyme  déméthyle  H3K36me2  dans  la région codante du gène de la cycline D1 ce qui induit son expression, participant ainsi au contrôle du cycle cellulaire (Hsia et al. 2010). KDM8 est aussi impliquée dans le contrôle du rythme circadien chez l’humain et chez la plante modèle Arabidopsis thaliana (Jones et al. 2010).    Toutes  les  enzymes  de  modification  des  histones,  et  notamment  celles  qui régulent la méthylation des différents résidus permettent donc une régulation fine de la transcription.  De  ce  fait,  les  HKMT  et  les  KDM  sont  impliquées  dans  le  contrôle  des devenirs  cellulaires  tels  que  l’engagement  dans  une  voie  de  différenciation  donnée, processus au cours desquels l’expression d’un grand nombre de gènes est remaniée de façon à établir un nouveau patron d’expression génique particulier. 
 
    33 
 
B La différenciation musculaire   La  différenciation musculaire  à  lieu  au  cours  du  développement  embryonnaire pour former les muscles squelettiques du futur individu. Ce processus de différenciation est récapitulé dans le muscle au cours du développement post‐natal ou après une lésion, par  l’activation  et  la  différenciation  de  cellules  progénitrices  que  sont  les  cellules satellites.  Lors  de  la  différenciation musculaire,  les  myoblastes,  cellules  prolifératives déterminées dans le lignage musculaire, cessent de se diviser et fusionnent en myotubes plurinucléés différenciés qui vont ensuite maturer en fibres musculaires contractiles. Ces différentes étapes peuvent être étudiées ex vivo dans des  lignées cellulaires ou  des  cultures  primaires.  Aussi,  la  différenciation  musculaire  est  depuis  longtemps utilisée pour étudier l’implication des enzymes de modification de la chromatine dans la régulation  transcriptionnelle.  De  ce  fait,  de  nombreuses  données  sont  disponibles concernant  les  marques  et  leur  mise  en  place  au  cours  de  la  progression  en différenciation.  Par  ailleurs,  le  système  de  différenciation  musculaire  squelettique présente l’avantage de pouvoir étudier à la fois la régulation du cycle cellulaire et la mise en place de l’expression de gènes spécifiques en réponse à des stimuli myogéniques.   
1 La différenciation musculaire squelettique au cours de 
l’embryogénèse 
  Les cellules musculaires squelettiques ont une origine mésodermique. Elles sont issues  de  structures  embryonnaires  appelées  somites.  Les  somites  proviennent  de  la segmentation  du  mésoderme  paraxial,  retrouvé  de  chaque  côté    du  tube  neural.  La formation  des  somites  débute  par  la  segmentation  de  ce  compartiment  en  sphères épithéliales dans un axe antéropostérieur  (figure 16A). Ensuite,  les somites vont subir une  segmentation  dorso‐ventrale  qui  aboutit  à  la  formation  de  deux  structures individualisées: le dermomyotome et le sclérotome. Ce dernier est constitué de cellules mésenchymateuses  et  donnera  naissance  au  squelette  axial,  tandis  que  le dermomyotome regroupe des cellules épithéliales qui donneront les cellules du derme, et  les cellules musculaires (Buckingham 2001). Les cellules progénitrices de chacun de 
Figure 16: Formation du muscle squelettique. 
A. Représentation schématique de la somitogénèse et orientation du dermomyotome. 
Adapté de Buckingham et al., J Anat, 2003. B. Avancée des cellules en différenciation: les 
différentes étapes et molécules impliquées. C. Les cellules satellites. A gauche: visualisation 
des cellules satellites par microscopie à fluorescence. Le rapporteur GFP a été inséré au 
niveau du locus de Pax3, exprimé spécifiquement dans les cellules satellites. Tiré de Relaix 
et al., Nature, 2005. A droite: représentation schématique d’une fibre musculaire, vue de 
dessus et en coupe transversale. Les cellules satellites sont positionnées à la périphérie de 
la fibre musculaire sous la lame basale. 
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ces  types  cellulaires  expriment  dans  le  dermomyotome  des  marqueurs  particuliers. Ainsi,  les  progéniteurs  myogéniques  sont  caractérisés  par  l’expression  des  facteurs Pax3,  Pax7,  et  également  de  protéines  Six  (Six1).  Le  dermomyotome  est  orienté  dans l’espace, avec une extrémité épaxiale du côté du tube neural, et une extrémité hypaxiale de  l’autre  (figure  16A).  La  différenciation  des  cellules  musculaires  débute  par l’apparition  de mitoses  asymétriques  des  cellules  du  dermomyotome  parallèlement  à l’axe  épaxial‐hypaxial,  permettant  de  dégager  les  cellules  du  lignage  myogénique.  La myogénèse est caractérisée par plusieurs vagues de différenciation après délamination pour former le myotome primaire, assemblage des premières fibres musculaires. Elle se poursuit  ensuite  par  la  croissance  de  ces  fibres  associée  à  l’ajout  de  nouvelles  fibres provenant de progéniteurs foetaux dit « résidents », cellules présentant  la particularité de  continuer  à  exprimer  Pax3  et  Pax7.  Les  deux  extrémités  du  dermomyotome donneront des muscles différents. Les muscles ventraux proviennent de la délamination de  cellules  hypaxiales,  de  même  que  les  muscles  des  membres  qui  migrent  vers  les bourgeons  de  membres  grâce  à  l’action  de  gradients  de  molécules  émises  par  ces derniers,  tandis  que  l’extrémité  épaxiale  est  à  l’origine  de  la  musculature  dorsale (Buckingham 2001; Buckingham et al. 2003). La formation des muscles au cours de l’embryogénèse se déroule sous l’influence de  signaux  émis  par  les  tissus  environnant,  afin  de  coordonner  le  processus  de  façon spatio‐temporelle.  L’apparition du myotome est donc  contrôlée par  la  combinaison de l’action de  signaux de  la  voie Wnt provenant de  l’ectoderme dorsal,  de  la  voie  Shh en provenance de la notochorde et de la partie ventrale du tube neural, et de signaux BMP4 du côté hypaxial (Palacios and Puri 2006). La  restructuration  des  masses  cellulaires  est  suivie  par  l’activation  de programmes de différenciation (figure 16B). Les premières cellules souches musculaires exprimant  Pax3  et  Pax7  ont  une  capacité  d’autorenouvellement  contrôlée  notamment par  la  voie  Notch.  L’expression  de  molécules  FGF  et  de  la  Myostatine  va  induire  la détermination de ces cellules en progéniteurs musculaires, les myoblastes. Ces derniers sont  engagés  dans  la  voie  de  la  différenciation  musculaire  et  expriment  des  facteurs myogéniques caractéristiques, Myf5 et MyoD (Palacios and Puri 2006; Buckingham and Vincent 2009).  Ce  sont  ces  cellules progénitrices qui donneront  ensuite naissance  aux fibres  musculaires  contractiles  dans  la  suite  du  processus  de  différenciation,  qui comprend un arrêt de la prolifération et des étapes de fusions cellulaires, accompagnées 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par l’induction de gènes spécifiques de tissus. Ceci sera présenté plus en détail dans les parties suivantes.  
2 Les cellules satellites 
  Les  cellules  satellites  du  muscle  présentent  les  caractéristiques  de  cellules souches de tissu et sont donc considérées comme telles. En effet, elles ont les capacités d’autorenouvellement et de régénération du tissu. Elles sont issues d’une population de cellules  situées  dans  la  région  centrale  du  dermomyotome  qui  expriment  les  facteurs Pax3  et  Pax7  (Buckingham  and  Montarras  2008).  Les  cellules  satellites  sont caractérisées  par  leur  localisation  particulière  sous  la  lame  basale  des  fibres musculaires, d’où leur nom (figure 16C (Relaix et al. 2005)). Au cours du développement post‐natal  ou  après  une  blessure,  les  cellules  satellites  sont  activées,  elles  vont  alors proliférer  et  redonner  des  myoblastes  qui  pourront  à  leur  tour  se  différencier  en myotubes pour  former de nouvelles  fibres musculaires (Le Grand and Rudnicki 2007). L’activation des cellules satellites se déroule en plusieurs étapes successives contrôlées par  différentes  voies  de  signalisation  (Le  Grand  and  Rudnicki  2007;  Buckingham  and Montarras  2008).  Tout  d’abord,  les  cellules  vont  s’engager  dans  une  division asymétrique caractérisée par  la ségrégation non aléatoire des brins d’ADN. Tout  l’ADN parental  va  être  conservé  dans  une  même  cellule  fille  qui  va  rester  cellule  satellite, tandis  que  l’ADN  néo  synthétisé  va  se  retrouver  dans  la  deuxième  cellule  fille,  qui entamera le programme de différenciation (Shinin et al. 2006; Conboy et al. 2007). Celui ci  se  résume  par  l’expression  successive  de Myf5,  de MyoD  puis  de  la myogénine,  en corrélation  avec  la  diminution  de  l’expression  des  protéines  Pax,  pour  donner  des myotubes exprimant les marqueurs tardifs de différenciation.  
3 Différenciation musculaire ex­vivo : modèle d’étude 
  Les  différentes  étapes  de  la  différenciation  musculaire  sont  reproductibles  en culture grâce à l’utilisation de lignées spécifiques comme les C2C12. Ces cellules sont des myoblastes murins qui ont été initialement isolés à partir de muscle de patte arrière de souris  (Yaffe  and  Saxel  1977).  La  lignée  C2C12  qui  en  dérive  a  été  immortalisée  par passages  successifs.  Ces  cellules  sont  déterminées  dans  le  lignage  musculaire 
Figure 17: Différenciation des C2C12. 
Les étapes de la différenciation musculaire récapitulées dans la lignée cellulaire C2C12 sont 
représentées dans le cadre jaune. La différenciation des myoblastes en culture conduit à la 
formation de deux populations cellulaires: les myotubes, cellules différenciées allongées et 
plurinucléées, et les cellules de réserve, qui s’apparentent aux cellules satellites retrouvées 
in vivo et peuvent se remettre à proliférer sous l’influence de signaux mitogène. 
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squelettique  et  peuvent  être  induites  en  différenciation  par  l’abaissement  de  la concentration  en  sérum.  Les  myoblastes  prolifératifs  indifférenciés  sortent  alors  du cycle  cellulaire,  ce  qui  implique  la  répression  transcriptionnelle  de  nombreux  gènes impliqués dans la progression du cycle cellulaire tels que les gènes cibles du facteur de transcription E2F. Un groupe de gènes spécifiques du tissu musculaire est aussi activé. Parmi  eux  se  trouvent  des  gènes  codant  pour  des  facteurs  de  transcription  comme  la myogénine, mais aussi des protéines du métabolisme musculaire, dont la créatine kinase musculaire  (CKM)  ou  encore  des  constituants  de  l’appareil  contractile  tels  que  les chaînes de myosine et l’actine squelettique. Les cellules fusionnent ensuite pour former des  myotubes,  cellules  allongées  plurinucléées  différenciées.  Cette  différenciation musculaire ex vivo peut même aller  jusqu’au stade de  la  contraction des myotubes. La population  de  cellules  musculaires  différenciées  comprend  en  réalité  deux  types  de cellules :  les myotubes proprement dits, plurinucléés, qui sont sortis du cycle cellulaire de  façon  irréversible,  et des  cellules quiescentes, mononucléées, qui ont échappées au processus  de  différenciation.  Ces  dernières  ont  été  appelées  cellules  de  réserve,  et peuvent ré‐entrer dans  le cycle cellulaire après stimulation au sérum. Elles prolifèrent alors de nouveau et peuvent reformer des myotubes. Les cellules de réserve rappellent ainsi  les cellules satellites du muscle  in vivo  (figure 17). Ce système ex­vivo est un bon modèle pour l’étude de la différenciation musculaire, en particulier pour comprendre les mécanismes moléculaires  sous‐jacents  au  contrôle  de  l’expression  des  gènes  du  cycle cellulaire et des gènes spécifiques du muscle.  La prolifération et  la différenciation sont des processus mutuellement exclusifs. Dans  ce  cadre,  l’arrêt  de  la  prolifération  est  un  pré‐requis  pour  la  mise  en  place  du programme  d’expression  génique  propre  aux  cellules  musculaires  différenciées.    Je développerai tout d’abord les mécanismes de contrôle du cycle cellulaire, en m’attachant plus particulièrement à décrire le système E2F/Rb, qui tient une place importante dans l’arrêt  de  la  prolifération  au  cours de  la  différenciation musculaire. Dans une  seconde partie,  je  détaillerai  les  mécanismes  mis  en  jeu  pour  l’activation  de  l’expression  des gènes spécifiques du muscle ainsi que les facteurs de transcription clés impliqués.  
4 L’arrêt du cycle cellulaire  
Figure 18: E2F et Rb: des acteurs de la régulation du cycle cellulaire. 
A. Présentation des différentes protéines de la famille E2F. Les séquences correspondantes 
au domaine de liaison à l’ADN (DBD), aux NLS, aux NES, au domaine de liaison à la cycline 
A (CycA), au domaine de transactivation (incluant le domaine de liaison à Rb), et au domaine 
de dimérisation sont indiquées. Adapté de Chen et al., Nat Rev Cancer, 2009. B. Régulation 
des complexes E2F-Rb par les CDK-cyclines. 
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a Les mécanismes de contrôle du cycle cellulaire   Le  cycle  cellulaire  se  divise  en  4  phases :  la  phase  G1,  la  phase  S  au  cours  de laquelle  a  lieu  la  réplication  de  l’ADN,  la  phase  G2  et  la  mitose  qui  s’achève  sur  la cytocinèse. De plus, les cellules peuvent sortir du cycle cellulaire et arrêter de proliférer. Elles entrent alors en phase dite G0 et sont dans un état de quiescence. L’arrêt du cycle des  cellules  quiescentes  présentes  dans  le  tissu  musculaire  (cellules  satellites)  n’est cependant  pas  irréversible  et  elles  peuvent  se  remettre  à  proliférer  sous  l’action  de signaux  mitogènes.  Différents  modèles  cellulaires  peuvent  être  amenés  à  un  état  de quiescence par privation en sérum. Dans ce cas également, l’arrêt du cycle est réversible et  les  cellules  reprennent  la  phase  G1  si  elles  sont  remise  en  présence  de  leur concentration  idéale de sérum. La progression des cellules dans  les différentes phases du cycle est régulée par des mécanismes de phosphorylation impliquant les complexes CDK‐cyclines  (Attwooll  et  al.  2004)  (Chen et  al.  2009).  L’activité de  ces  complexes  est elle  même  régulée  par  des  protéines  appelées  CKI  (CDK  inhibitors)  comme  p21.  La transition G1/S est contrôlée par l’activité successive des complexes CDK4/6‐cycline D et CDK2‐cycline E. Cette étape est essentielle au bon déroulement du cycle cellulaire et met  en  jeu  plusieurs  mécanismes.  La  différenciation,  comme  la  sénescence,  est caractérisée par un arrêt du cycle cellulaire qui est dans ce cas irréversible : les cellules ne peuvent pas se remettre à proliférer et des mécanismes spécifiques de régulation des gènes du cycle cellulaire sont mis en jeu.   i La famille E2F   Les  facteurs  de  transcription  de  la  famille  E2F  sont  les  acteurs  majeurs  du contrôle de la sortie de la phase GO et de la transition G1/S, car ils régulent l’expression de gènes impliqués à la transition comme la cycline E mais aussi dans la progression en phase S comme Cdc6 (Hateboer et al. 1998). Les membres de la famille E2F sont classés en  sous‐groupes  en  fonction  de  leur  activité  et  de  leurs  caractéristiques  structurales (figure 18A). Ainsi,  les protéines E2F1, E2F2 et E2F3a sont  considérés comme des co‐activateurs  transcriptionnels,  tandis  que  les  E2F4  à  8  ainsi  que  E2F3b  répriment  la transcription  de  leurs  gènes  cibles  (Attwooll  et  al.  2004;  Chen  et  al.  2009).  E2F3a  et E2F3b sont issues de la transcription du même locus à partir de promoteurs alternatifs. 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La  fonction  des  E2F  possédant  une  même  activité  (répresseur  ou  activateur)  est redondante pour  la régulation de certaines cibles. En effet,  l’ablation de  l’un ou  l’autre des E2F activateurs n’induit pas de défaut majeur de prolifération, observé  seulement quand les cellules sont déficientes pour les trois protéines E2F1, 2 et 3a (Wu et al. 2001). Cependant les études de KO pour les différentes E2Fs montrent que chaque protéine a également des fonctions spécifiques qui ne sont pas compensées par les autres membres de  la  famille  (DeGregori  2002).  Les  protéines  E2F  possèdent  toutes  un  domaine DBD (pour DNA binding domain) qui leur permet de se lier à l’ADN au niveau d’une séquence consensus  TTTCCCGC.  E2F1  à  6  fonctionnent  en  hétérodimères  avec  une  protéine DP (Dimerization  Partner)  via  une  interaction  médiée  par  la  partie  centrale  de  E2F.  Le domaine de transactivation des E2F1 à 5 contient une séquence de liaison à la protéine Rb, qui joue un rôle crucial dans la régulation de l’activité des E2F. Ceci implique que les facteurs E2F6 à 8, qui ne possèdent pas ce site d’interaction, agissent indépendamment de Rb (Chen et al. 2009).    ii Les protéines à poche   L’activité  des  E2F  est  en  effet  régulée  par  les  protéines  de  la  famille  de  Rb, appelées  protéines  à  poches.  Ces  protéines  possèdent  un  domaine  spécifique  (appelé « poche »  en  raison de  sa  structure  tri‐dimentionnelle)  qui  est  très  conservé  entre  les membres de la famille et leur permet d’interagir avec d’autres facteurs dont les E2F (De Falco et al. 2006). Rb  fut  la première à être découverte,  initialement  identifiée comme mutée chez les patients atteints de rétinoblastome, une tumeur de la rétine chez l’enfant (Friend et al. 1986). Rb est exprimée tout au long du cycle cellulaire, et son activité est régulée par modification post‐traductionnelle. Les autres membres de la famille, p107 et p130, présentent un pic d’expression en phase S et en GO respectivement (De Falco et al. 2006).  Les  3  protéines  à  poches  interagissent  avec  les  E2F1  à  5,  cependant  certaines interactions sont favorisées. Par exemple, les E2F1 à 3 interagissent préférentiellement avec Rb, et E2F4 avec p130 et p107 (Trimarchi and Lees 2002). L’association entre les E2F et les protéines à poches est régulée au cours du cycle par l’activité des complexes CDK‐cyclines  qui  phosphorylent  ces  dernières.  Dans  des  cellules  en  G1  précoce  ou arrêtées en GO, les protéines à poche sous leur forme hypophosphorylée sont associées aux  E2F  répresseurs  au  niveau  de  leur  gènes  cibles,  notamment  E2F4  et  5  en  GO.  Le 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complexe majoritairement responsable de  la répression des gènes cibles de E2F en G0 est E2F4‐p130. De plus,  l’interaction entre les protéines de la famille de Rb et les E2Fs activateurs  séquestrent  ces  derniers  hors  du  compartiment  chromatinien  et  inhibe directement leur fonction transactivatrice. A la fin de la phase G1, les protéines à poche sont phosphorylées par  les complexes CDK‐cyclines, dissociant ainsi  les hétérodimères formés  avec  les  E2F  activateurs  (Attwooll  et  al.  2004;  De  Falco  et  al.  2006).  Les complexes  E2F‐DP  peuvent  alors  activer  la  transcription  de  leur  gènes  cibles  (figure 18B). Le maintien de la phosphorylation de Rb induit sa dégradation en mitose.    b  Régulation  transcriptionnelle  des  gènes  cibles  de  E2F :  du  côté chromatinien   i Dans les cellules cyclantes   L’activation  et  la  répression  transciptionnelle  induites  par  la  voie  E2F/Rb  sont médiées par le recrutement de cofacteurs parmi lesquelles se trouvent des modulateurs de la chromatine (Blais and Dynlacht 2007). En phase GO/G1, Rb (et les autres protéines à poche) permet le recrutement de complexes répresseurs incluant des complexes HDAC et  l’histone  méthyltransférase  Suv39h.  Ces  derniers  vont  établir  un  environnement hypoacétylé et riche en H3K9 méthylé (H3K9me2) sur les promoteurs des gènes cibles de E2Fs pour les maintenir dans un état réprimé (Vandel et al. 2001; Nicolas et al. 2003) (Brehm et  al.  1998;  Luo  et  al.  1998; Magnaghi‐Jaulin  et  al.  1998; Nielsen  et  al.  2001). Cependant, d’autres résultats montrent que Suv39H1 réprime les gènes cibles de E2F de façon  irréversible, mais n’est par responsable de  la régulation de  leur expression dans les cellules cyclantes (Ait‐Si‐Ali et al. 2004). Après la transition G1/S, les E2F activateurs liés  à  leurs  promoteurs  cibles  recrutent  des  HAT  (p300/PCAF  mais  aussi  Tip60)  et également  la  méthyltransférase  MLL/Set1  spécifique  de  H3K4  (Taubert  et  al.  2004) (Takeda  et  al.  2006)  (Tyagi  et  al.  2007).  De  façon  intéressante,  la  méthylation  des histones sur les arginines (H3R17 et H3R26) par l’enzyme CARM1 intervient également dans  l’activation  des  gènes  cibles  de  E2F  (El  Messaoudi  et  al.  2006).  De  plus,  le changement de composition des complexes SWI/SNF au niveau des promoteurs cibles de E2F participe à la relaxation locale de la chromatine (Blais and Dynlacht 2007). Les gènes cibles de E2F passent donc d’un état réprimé (caractérisé par la diméthylation de 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H3K9 et  l’hypoacétylation globale des histones),  à un état  transcriptionnellement actif qui  présente  une  hyperacéthylation  des  histones  et  un  niveau  élevé  de  H3K4me2/3 (figure 19). La triméthylation de H3K9 sur  les promoteurs des gènes cibles de E2F est considérée  quant  à  elle  comme  une  marque  de  la  répression  stable  (Ait‐Si‐Ali  et  al. 2004) (Vandromme et al. 2008) (Narita et al. 2003). La diminution de la méthylation de H3K9  observée  à  la  transition  G1/S  est  probablement  un  mécanisme  actif  faisant intervenir une histone déméthylase, non identifiée à ce jour. Il est intéressant de noter que le complexe répresseur Sin3 retrouvé sur les gènes cibles de E2F4 dans les cellules arrêtées  dans  le  cycle  de  façon  permanente  comprend  des  HDAC  mais  également l’histone déméthylase KDM5A/Rbp2  spécifique de H3K4  (van Oevelen et  al.  2008). Ce complexe  multiprotéique  est  nécessaire  à  la  déméthylation  de  H3K4me3  sur  ces promoteurs  au  cours  de  la  répression.  Cependant,  l’intervention  de  l’activité déméthylase de Rbp2 n’a pas été adressée, et la régulation du profil de méthylation de H3K4 au  cours du  cycle dans des  cellules prolifératives n’est  pas  encore  élucidée.  Par ailleurs, une autre déméthylase  intervient dans  le contrôle du cycle cellulaire. En effet, PHF8 permet de déméthyler H4K20me1 au niveau des gènes cibles de E2F, événement moléculaire important pour leur activation (Liu et al. 2010).   ii Au cours de la différenciation musculaire   L’enchainement  de  vagues  d’activation/répression  des  gènes  cibles  de  E2F permet donc de réguler la progression dans le cycle de cellules prolifératives. Au cours des processus de différenciation, l’expression de gènes spécifiques de tissu est précédée d’un arrêt irréversible du cycle cellulaire. Dans le cas de la différenciation musculaire, la diminution  de  l’expression  de  la  cycline  D1  (gène  cible  de  E2F)  en  réponse  à  la  voie p38/MAPK (isoforme α) et la déphosphorylation de Rb sont des prérequis à l’induction des  gènes  musculaires  (De  Falco  et  al.  2006;  Perdiguero  et  al.  2007).  Dans  les myoblastes  prolifératifs,  les  complexes  CDK‐cyclines  phosphorylent  Rb  et  contrôlent l’enchainement  des  phases  du  cycle.  Sous  l’influence  de  signaux  inducteurs  de  la différenciation, les facteurs myogéniques induisent l’augmentation de l’expression de Rb et de p21 (Martelli et al. 1994; Halevy et al. 1995; De Falco et al. 2006). Cette dernière va inhiber  l’activité des  complexes CDK‐cyclines,  entrainant  l’accumulation de Rb sous  sa forme  hypophosphorylée  dans  les  cellules.  Les  complexes  E2F  activateurs  sont  alors 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relargués  des  promoteurs  et  les  gènes  cibles  de  E2F  sont  réprimés.  De  plus,  la répression stable des gènes cibles de E2F dans les cellules musculaires différenciées fait intervenir  la  triméthylation de H3K9 par  l’enzyme Suv39H1 (Ait‐Si‐Ali et al. 2004). La régulation fine de la répression des gènes cibles de E2F passe en effet par le degrés de méthylation de H3K9 présent sur les promoteurs, un enrichissement en H3K9me3 étant caractéristique  de  la  répression  stable  (alors  que  H3K9me2  caractérise  la  répression réversible) (Ait‐Si‐Ali et al. 2004) (Vandromme et al. 2008). En parallèle, E2F4, qui est le facteur  E2F  prédominant  dans  les  myotubes,  recrute  sur  ses  cibles  le  complexe répresseur  Sin3  contenant  des  HDAC  (van  Oevelen  et  al.  2008).  Les  promoteurs  des gènes  cibles  de  E2F  dans  les myotubes  différenciés  sont  dans  un  état  réprimé  où  les histones sont hypoacétylées et riches en marques répressives H3K9me3 et H3K27me3. Il  a  été  montré  que  Rb  permet  le  maintien  de  la  marque  répressive  H3K27me3  sur certains promoteurs des gènes cibles de E2F dans les myotubes (Blais et al. 2007). Les complexes polycomb ne semblent pas être impliqués, et les auteurs suggèrent que G9a pourrait être la méthyltransférase responsable de la mise en place de cette marque. Par ailleurs,  cette  étude  montre  également  que  la  triméthylation  de  H3K27  par  les complexes PcG régule d’autres gènes cibles de E2F (par exemple la cycline D1) mais par un mécanisme indépendant de Rb. Il  est  intéressant  de  noter  qu’au  cours  de  la  différenciation  musculaire,  Rb n’intervient pas seulement pour contrôler l’arrêt du cycle mais régule aussi l’expression de  gènes musculaires  (De  Falco  et  al.  2006).  En  effet,  les  cellules  n’exprimant  pas  Rb commencent leur programme de différenciation en induisant la transcription du gène de la  myogénine,  mais  l’expression  de  gènes  musculaires  tardifs  tels  que  CKM  (créatine kinase musculaire)  et MHC  (myosin heavy  chain)  est  altérée  (Novitch  et  al.  1996). De plus,  l’expression  d’une  protéine Rb mutée  pour  sa  capacité  d’inhiber  les  E2F  permet l’induction  de  gènes musculaire  (Sellers  et  al.  1998).  Les mécanismes  par  lesquels Rb active les gènes musculaires ne sont pas totalement élucidés. Si jusqu’à présent aucune étude  n’a  fait  le  lien  entre  fixation  de  Rb  et  les  gènes  activés  au  cours  de  la différenciation  musculaire,  Rb  est  montré  comme  un  co‐activateur  dans  d’autres systèmes de différenciation, comme la formation des ostéoblastes (Calo et al. 2010). Au cours  de  la  différenciation musculaire,  Rb  séquestrerait  la  protéine  RBP2,  levant  son action inhibitrice de la transcription de gènes musculaires (Benevolenskaya et al. 2005). Rb est donc un acteur important de la régulation de la différenciation musculaire, 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à  la  fois  pour  l’arrêt  du  cycle  mais  aussi  pour  l’induction  de  l’expression  de  gènes spécifiques.  
5 L’induction de l’expression des gènes spécifiques du muscle   a Cinétique d’induction des gènes musculaires   La  formation  du  muscle  squelettique  met  en  jeu  l’expression  coordonnée  et temporellement  régulée  de  nombreux  gènes  spécifiques  de  tissu.  Dans  un  premier temps  vont  être  induits  des  gènes  important  pour  l’engagement  dans  le  lignage musculaire, comme les  facteurs MyoD et Myf5. Cette étape de détermination est suivie par  l’induction  de  l’expression  de  gènes  musculaires  précoces,  dont  des  facteurs  de transcription  essentiels  à  la  suite  du  processus  comme  la  myogénine,  exprimée  à  la transition  myoblaste‐myotube.  Seront  ensuite  activés  séquentiellement  des  gènes musculaires  plus  tardifs,  codant  pour  des  protéines  du  métabolisme  comme  CKM (créatine kinase musculaire), ou des protéines de la machinerie contractile telles que les chaines de myosine et  l’actine musculaire. Cette cascade d’activation transcriptionnelle est finement régulée au cours de la différenciation (Palacios and Puri 2006).   b  La  différenciation  musculaire  du  point  de  vue  moléculaire :  les facteurs myogéniques   Au  niveau  moléculaire,  la  mise  en  place  du  nouveau  programme  d’expression génique  dans  les  cellules  musculaire  est  orchestrée  par  l’action  de  protéines appartenant à deux familles de facteurs de transcription : les protéines de la famille MRF (pour muscle  regulatory  factors)  et  les  protéines  de  la  famille MEF2.  Ces  facteurs  de transcription régulent  l’expression des gènes au cours de  la différenciation musculaire en  partie  en  induisant  des  modifications  de  la  chromatine  (McKinsey  et  al.  2002) (Perdiguero et al. 2009).     
Figure 20: Les MRFs. 
A. Structure 3D d’un hétérodimère MyoD-protéine E. D’après Tapscott, Development, 2005. B. 
Représentation schématique de la structure globale des MRFs. Le domaine d’interaction aux 
protéines E (HLH) et le domaine d’interaction à l’ADN (basic) sont indiqués. Les régions N-
terminales et C-terminales (en bleu) divergent entre les MRFs et sont impliquées dans la 
transactivation des gènes cibles, le remodelage de la chromatine et les interactions avec 
d’autres protéines. Les domaines H/C et HIII sont propres à MyoD et Myf5. Lluis et al., Trends 
Cell Biol, 2005. C. D. Expression des protéines MRFs dans le somite en formation in vivo (C, 
Tapscott, Development, 2005), ou au cours de la différenciation musculaire ex vivo (D, dans les 
C2C12). 
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i Les MRF  Les  protéines  de  la  famille  des  MRF  sont  des  facteurs  de  transcription  contenant  un domaine  bHLH  (basic  helix‐loop‐helix)  (figures  20A  et  20B).  Ces  protéines  sont essentielles à la détermination et à la différenciation des cellules musculaires (Molkentin and  Olson  1996b)  (Palacios  and  Puri  2006)  (Tapscott  2005).  La  famille  comprend  4 membres ‐MyoD, Myf5, MRF4 et Myogénine‐ qui sont exprimés spécifiquement dans les tissus  musculaires  squelettiques.  MyoD,  le  premier  membre  caractérisé,  a  été initialement  identifié comme un gène unique dont  l’expression permet  l’entrée dans  le lignage myogénique (Taylor and Jones 1979) (Lassar et al. 1986) (Davis et al. 1987). En effet,  l’expression  ectopique  de  MyoD  dans  des  cellules  non‐musculaires  (comme  les fibroblastes,  mais  aussi  des  cellules  engagées  dans  d’autres  lignages)  entraîne  leur trans‐différentiation  en  cellules  musculaires :  c’est  la  conversion  myogénique (Weintraub et al. 1989) (Davis et al. 1987). Au cours de l’embryogénèse,  les premières MRF  exprimées  sont  Myf5  et  MyoD,  dans  la  partie  épaxiale  et  hypaxiale  du dermomyotome  respectivement  (figure  20C).  De  même  dans  les  cellules  en  culture, Myf5  et  MyoD  sont  exprimés  dès  le  stade  des  myoblastes  puis  l’expression  de  la Myogénine et de MRF4 est  induite  au  cours du processus de différenciation  (Tapscott 2005) (Molkentin and Olson 1996b) (Molkentin and Olson 1996a) (figure 20D). L’étude des phénotypes d’animaux KO pour chacun des gènes codant pour les MRF a permis de mieux  caractériser  leur  implication  relative  dans  le  contrôle  de  la  différenciation musculaire  (Ludolph  and  Konieczny  1995).  Myf5  et  MyoD  apparaissent  avoir  des fonctions  redondantes  in  vivo.  En  effet,  les  souris  KO  pour  l’une  ou  l’autre  de  ces protéines  développent  une  musculature  normale,  tandis  que  le  double  KO  induit l’absence totale de muscle squelettique dans l’organisme (Rudnicki et al. 1993) (Braun et  al.  1992; Rudnicki  et  al.  1992).  Seul  le KO du gène de  la myogénine  induit  chez  les souris  une  déficience  très  sévère  au  niveau  du  muscle  squelettique,  démontrant  la fonction essentielle de  cette protéine dans  le  contrôle de  la différenciation musculaire (Hasty et al. 1993; Nabeshima et al. 1993). Cependant, l’analyse de ces embryons montre que les premières étapes de la myogenèse (au stade du myotome primaire) se déroulent normalement,  puis  le  développement  musculaire  s’arrête  (Venuti  et  al.  1995).  La myogénine apparaît donc comme essentielle à la myogenèse, mais n’intervient pas dans la  régulation  des  étapes  très  précoce  de  la  différenciation.  De  fait,  l’induction 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séquentielle  de  l’expression  des  MRF  est  responsable  du  contrôle  temporel  de  la myogenèse  (Molkentin and Olson 1996b). En effet,  les premiers MRF a  être  exprimés, Myf5 et MyoD, permettent l’activation de gènes musculaires cibles dont les autres bHLH musculaires, MRF4 et Myogénine. La combinaison de l’action des différentes MRF entre elles est ensuite nécessaire pour induire l’expression de gènes musculaires plus tardifs, codant pour des protéines contractiles, structurales ou impliquées dans le métabolisme. Ainsi,  l’expression des gènes musculaires précoces est contrôlée par MyoD et/ou Myf5 seulement, tandis que l’induction de gènes plus tardifs nécessite l’action coordonnée de  MyoD et de la myogénine. Les MRF sont des facteurs de transcription séquence‐spécifiques. Ils interagissent par  le  domaine  HLH  avec  les  protéines  activatrices  E12  et  E47  qui  sont  des  bHLH exprimées  de  façon  ubiquitaire.  Les  hétérodimères  ainsi  formés  se  lient  grâce  au domaine  basique  des  protéines  à  une  séquence  consensus  d’ADN,  CANNTG  (Tapscott 2005). Ce site consensus, appelé boîte E, est retrouvé très fréquemment dans les régions régulatrices des gènes, et permet la régulation de leur transcription par des protéines à domaine  bHLH  de  différentes  familles  qui  sont  retrouvées  dans  de  nombreux  types cellulaire. Les MRF régulent ainsi l’expression des gènes spécifiques du muscle au cours de la différenciation musculaire, en empêchant leur expression dans les myoblastes puis en  induisant  des  modifications  de  la  chromatine  pour  la  rendre  favorable  à  la transcription. Ces deux aspects seront détaillées par la suite.   ii La famille MEF2   Une autre  famille de protéines agit en coopération avec  les MRF pour contrôler l’expression des gènes au cours de  la différenciation musculaire :  ce sont  les protéines MEF2 (Black and Olson 1998; Potthoff and Olson 2007). Les MEF2 se fixent à l’ADN en reconnaissant un site consensus riche en AT de type CTA(A/T)4TAG, présent au niveau des  promoteurs  de  nombreux  gènes  musculaires  (Gossett  et  al.  1989;  Andres  et  al. 1995). Elles appartiennent à la superfamille des protéines à domaine MADS (pour MCM1 AGAMOUS DEFICIENS  SRF,  les  premières  protéines  où  on  l’a  identifié)  et  comportent également  divers  domaines  d’interaction  avec  d’autres  protéines,  dont  MyoD  et  des modulateurs de la chromatine (figure 21A). Ainsi, les MEF2 coopèrent avec les MRF dans la régulation de la différenciation musculaire et leur activité est également modulée par 
Figure 21: Les facteurs de transcription de la famille MEF2. 
A. Représentation schématique de la structure des protéines MEF2 chez les mammifères. Le 
domaine MADS, le domaine de dimérisation (MEF2) et le domaine de transactivation sont 
indiqués. Lluis et al., Trends Cell Biol 2005. B. C. Expression des différents transcrits MEF2 au 
cours de la différenciation musculaire in vivo (B), ou ex vivo (C, exemple des C2C12). 
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l’action de différentes voies de signalisation induite par des signaux myogènes. Chez les mammifères,  les  MEF2  sont  au  nombre  de  4  (MEF2A  à  D),  codées  par  des  gènes différents (Black and Olson 1998; Potthoff and Olson 2007). Ces quatre protéines sont relativement  ubiquitaires  (à  l’exception  de MEF2C), mais  leur  patron d’expression  est différent  au  cours  du  développement  (Martin  et  al.  1993;  McDermott  et  al.  1993; Edmondson  et  al.  1994).  En  effet,  MEF2C  est  la  première  à  être  exprimée  dans  le myotome  au  stade  des  somites,  les  trois  autres  protéines  étant  induites  peu  après (figure  21B).  MEF2A,  B  et  D  sont  ensuite  exprimées  dans  tous  les  tissus  après  la naissance,  bien  que  leur  capacité  de  liaison  à  l’ADN  soit  augmentée  dans  les  cellules musculaires  et  les  neurones.  L’expression  de  MEF2C  est  quand  à  elle  restreinte  aux cellules du muscle, du cerveau et de la moelle épinière. En revanche dans les cellules en culture,  les  choses  sont  relativement différentes : MEF2D est exprimé dès  le  stade des myoblastes,  MEF2A  induit  à  l’entrée  en  différenciation  et  MEF2C  plus  tardivement (Black  and  Olson  1998)  (figure  21C).  Les  protéines  de  la  famille MEF2  interviennent dans l’induction de l’expression des gènes musculaires, dont les séquences régulatrices sont  enrichies  en  site  de  liaison  aux MEF2,  en  participant  notamment  au  remodelage chromatinien local (Palacios and Puri 2006).    L’induction  contrôlée de  l’expression des gènes  spécifiques du muscle  fait donc intervenir différents  types de  facteurs qui agissent de  façon coordonnée:  les MRFs,  les protéines MEF2, mais aussi d’autres  facteurs de  transcription ubiquitaires comme SRF ou encore YY1 (Palacios and Puri 2006) (Sartorelli and Caretti 2005; Perdiguero et al. 2009).  Toutes  ces  protéines  agissent  en  complexe  avec  des  modulateurs  de  la chromatine pour réguler la transcription. La composition des complexes présents sur la chromatine au niveau des gènes musculaires est  finement régulée par un ensemble de signaux intracellulaires accompagnant le processus de différenciation.   c La  régulation  transcriptionnelle  des  gènes  musculaires :  implication des modulateurs de la chromatine   Les mécanismes moléculaires sous‐jacents à la régulation des gènes musculaires par  les  facteurs myogéniques  et  les MEF2  sont  bien documentés  et  font  intervenir  de 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nombreux  co‐facteurs modulant  la  structure de  la  chromatine  (Black and Olson 1998; Potthoff  and  Olson  2007).  Le  cas  de  la  régulation  de  l’expression  du  gène  de  la myogénine  est  l’un  des  plus  étudié  et  sera  principalement  décrit  ici,  comme  exemple d’un gène spécifique du muscle induit au cours de la différenciation.   i Répression transcriptionnelle   Dans les cellules quiescentes et les myoblastes prolifératifs, la mise en silence des gènes musculaires  est  un  phénomène  de  répression  actif  qui  fait  intervenir  différents mécanismes.  Tout  d’abord,  MyoD  est  complexé  avec  la  protéine  Id,  une  autre  HLH exprimé fortement dans les cellules indifférenciées et qui ne possède pas de domaine de liaison à l’ADN. Cette association empêche la formation des hétérodimères actifs MyoD‐E12/E47 et prévient donc l’entrée inappropriée en différenciation (Benezra et al. 1990) (figure  22A).  Cependant, MyoD  ainsi  que MEF2  et  la  protéine  YY1  sont  retrouvées  au niveau du promoteur de la myogénine dans les cellules prolifératives quand le gène n’est pas  exprimé  (Perdiguero  et  al.  2009).  Dans  cette  configuration,  ils  recrutent  des  co‐represseurs  qui  vont  mettre  en  place  une  chromatine  réfractaire  à  la  transcription. MyoD recrute des HDAC de classe I par interaction directe, de même que la protéine YY1 (McKinsey et al. 2001) (Mal et al. 2001) (Puri et al. 2001) (Mal and Harter 2003; Caretti et  al.  2004). D’autre part, MEF2  recrute des HDAC de  classe  II  sur  le promoteur de  la myogénine (McKinsey et al. 2001) (Lu et al. 2000b) (Lu et al. 2000a) (Miska et al. 1999; Lemercier et al. 2000). Le positionnement de ces enzymes au niveau des promoteurs des gènes musculaires permet une déacétylation globale des histones, mais aussi le maintien des  facteurs  de  transcription  dans  un  état  hypoacétylé  inactif.  Des  activités méthyltransférases  sont  également  recrutées :  la  protéine  EZH2 par  le  complexe  YY1‐HDAC  et  la  protéine  SUV39H1  par  MyoD,  induisant  la  triméthylation  de  la  lysine  27 (H3K27me3) et de la lysine 9 de H3 (H3K9me3) respectivement (Caretti et al. 2004; Mal 2006). Une étude récente démontre que la triméthylation de H3K27 est déposée par le complexe  polycomb  PRC2  (qui  contient  l’enzyme  EZH2)  au  niveau  de  séquences régulatrices nouvellement  identifiées  localisées en amont du promoteur du gène de  la myogénine  (Asp  et  al.  2011).  Les  protéines  HP1α  et β  sont  aussi  fixées  sur  les promoteurs  musculaires,  notamment  en  complexe  avec  MyoD  et  participent  à l’inhibition transcriptionnelle (Yahi et al. 2008). Enfin, une étude récente a montré que 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Figure 22: Régulation des gènes spécifiques du muscle: exemple de la myogénine. 
A. Régulation de l’activité transcriptionnelle de MyoD par ses partenaires d’interaction: les 
protéines Id et E12/E47. B. C. Répression (B) et activation (C) des gènes musculaires. Les 
modifications post-traductionnelles des histones ainsi que les enzymes impliquées sont 
indiquées. 
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MDB2  (une  méthyl‐binding  protéine)  est  recrutée  sur  des  nucléotides  méthyles  du promoteur de la myogénine dans les myoblastes, mettant en exergue l’importance de la méthylation de l’ADN (Luo et al. 2009). En accord, la méthylation de l’ADN avait déjà été proposée  comme  régulateur  de  la  transcription  des  gènes  musculaires.  En  effet,  la déméthylation de  l’ADN au niveau des promoteurs de  la Myogénine et de MyoD (ainsi que de l’enhancer de ce dernier) est nécessaire à l’entrée en différenciation. Ces régions sont  notamment  méthylées  dans  les  cellules  non  musculaires  (Brunk  et  al.  1996; Lucarelli  et  al.  2001;  Tapscott  2005).  En  résumé,  les  facteurs myogéniques  induisent l’état  hypoacétylé  et  la  méthylation  des  résidus  H3K9  (H3K9me2/3)  et  H3K27(me3) quand  ils  sont  liés  aux  séquences  régulatrices  des  gènes  musculaires  dans  les myoblastes, avec pour conséquence la répression de ces gènes (figure 22B).   ii Activation des gènes musculaires  Sous  l’influence  de  signaux  induisant  la  différenciation,  l’environnement chromatinien  répressif  aux  promoteurs musculaires  change  rapidement  pour  adopter une  conformation  active,  en  corrélation  avec  l’induction  de  l’expression  des  gènes.  Là encore, les facteurs myogéniques sont les acteurs majeurs du processus. Sous l’influence des voies de signalisation pro‐myogéniques, les complexes répresseurs sont dissociés et MyoD  comme  MEF2  vont  alors  recruter  des  co‐activateurs  transcriptionnels.  Tout d’abord, la voie p38/MAPK phosphoryle la protéine E47, ce qui permet la formation des hétérodimères  actifs  MyoD/E47  (Lluis  et  al.  2006)(figure  22A).  Le  complexe MyoD/HDAC  est  dissocié  par  la  protéine  Rb  sous  sa  forme  hypophosphorylée  (en réponse à l’inhibition des CDKs) qui interagit avec les HDACs de classe I et les séquestre. En  parallèle,  la  voie  IGF1/AKT  phosphoryle  l’acétyltransférase  p300,  induisant  son interaction  avec MyoD,  qui  recrute  également  l’enzyme  PCAF  (Serra  et  al.  2007).  Ces deux acétyltransférases sont respectivement responsables de l’acétylation des histones H3/H4  et de MyoD lui‐même, ce qui augmente son activité (Puri et al. 1997; Sartorelli et al. 1999; McKinsey et al. 2001; McKinsey et al. 2002). De  façon  intéressante,  l’enzyme PCAF est déjà détectable avec MyoD sur les promoteurs musculaires réprimés, mais son activité  est  largement  contrebalancée  par  celle  des  HDACs  (Perdiguero  et  al.  2009). D’autre  part,  l’activation  de  la  CamK  (calmoduline  kinase)  par  IGF1  phosphoryle  les HDACs de  classe  II  qui  interagissent  alors  avec  les protéines 14‐3‐3  et  sont  exportées 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dans le cytoplasme (McKinsey et al. 2001; McKinsey et al. 2002; Perdiguero et al. 2009). Ce mécanisme permet  la  dissociation  des  complexes MEF2‐HDACs.  Ce  changement  en faveur  du  recrutement  préférentiel  de HAT  induit  un  état  hyperacétylé  au  niveau  des promoteurs musculaires (figure 22C). Les protéines MEF2 sont également au centre de la régulation de la méthylation des histones au niveau des promoteurs musculaires. En effet, l’association de l’histone déméthylase UTX avec MEF2 à l’entrée en différenciation va permettre la déméthylation de la marque répressive H3K27me3 sur les promoteurs mais aussi dans la région codante des gènes musculaires (Aziz et al. 2010; Seenundun et al. 2010). De plus, une étude récente montre que MEF2 permet également de recruter la déméthylase  LSD1  sur  les  promoteurs  de  la myogénine  et  de  CKM,  qui  participe  à  la déméthylation  de  H3K9me2  et  à  l’induction  de  l’expression  de  ces  gènes  (Choi  et  al. 2010).  Enfin,  la  phosphorylation  des  MEF2  (notamment  MEF2D)  par  la  p38/MAPK augmente son activité transcriptionnelle et lui permet de recruter la méthyltransférase du  groupe  trithorax  Ash2L,  responsable  de  la  mise  en  place  de  la  marque  active H3K4me3  sur  les  promoteurs  musculaires  (Rampalli  et  al.  2007).  Par  le  jeu  des complexes  dont  elles  font  partie,  les  protéines  MEF2  permettent  donc  aux  gènes musculaires de passer d’un état réprimé riche en H3K27me3 à une conformation active caractérisée  par  la  triméthylation  de  H3K4  (figure  22C).  L’activité  de  complexes  de remodelage  ATP‐dépendants  est  également  importante  pour  la  régulation  de l’expression  des  gènes  spécifiques  du muscle.  Ainsi,  des  complexes  de  type  SWI/SNF contenant  la sous unité catalytique Brg1 sont recrutés aux promoteurs musculaires au cours de la différenciation, sous l’influence de la voie p38/MAPK (isoformes α et β) qui phosphoryle une sous unité du complexe (Simone et al. 2004). La liaison des SWI/SNF est  également  régulée  par  la  méthylation  des  histones  sur  arginines.  En  effet  la méthylation des résidus H3R8 et H3R17 sont nécessaires au recrutement de BRG1 sur les  gènes  musculaires  précoces  (Myogénine)  et  plus  tardifs  (MCK)  respectivement (Dacwag et al. 2007; Dacwag et al. 2009).   Dans  les  myoblastes  indifférenciés,  les  gènes  musculaires  sont  inactifs  en transcription  et  présentent  des  modifications  caractéristiques :  hypoacétylation  des histones, marques répressives H3K9me3 et H3K27me3. Au cours de la différenciation, la structure  chromatinienne  est  remodelée  pour  permettre  la  transcription,  avec  la déméthylation  des  résidus  H3K9  et  H3K27,  l’acquisition  de  la  marque  activatrice 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H3K4me3,  l’acétylation  des  histones,  et  le  remodelage  des  nucléosomes  (figure  23). Chacune de  ces modifications  est  essentielle  au bon déroulement de  la différenciation musculaire. De même que pour la déméthylation de H3K27, le niveau de méthylation de H3K9  sur  le  promoteur  des  gènes myogéniques  au  cours  de  la  différenciation  résulte vraisemblablement d’une compétition entre les activités KMT et KDM, faisant pencher la balance  en  faveur  de  la  méthylation  ou  de  la  déméthylation.  Or,  si  le  système  de déméthylation  de  H3K27  est  élucidé  et  implique  la  déméthylase  UTX,  le  mécanisme moléculaire responsable de la déméthylation de H3K9me3 au cours de la différenciation est encore mal compris (figure 23).    Dans ce cadre, mes travaux de thèse ont portés sur l’étude de l’implication de la déméthylase  d’histone  KDM4A/JMJD2A  dans  le  contrôle  de  l’expression  génique,  en particulier au cours de la différenciation musculaire squelettique. De part sa spécificité de  substrat  pour  le  résidu  H3K9me2/3,  JMJD2A  apparaît  en  effet  comme  un  bon candidat  pour  assurer  la  déméthylation  de H3K9  sur  les  promoteurs  qui  corrèle  avec l’activation  des  gènes  spécifiques  du  muscle.  De  plus,  je  me  suis  aussi  intéressée  en parallèle  à  l’étude  du  rôle  de  JMJD2A  dans  le  contrôle  du  cycle  cellulaire,  notamment pour  la déméthylation de H3K9 observée  lors de  l’induction de  l’expression des gènes cibles de E2F à la transition G1/S. 
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RESULTATS 
 
Partie I: Régulation des gènes spécifiques du muscle  
1 Introduction   L’induction  de  l’expression  de  la  myogénine  est  un  évènement  clé  de  la différenciation musculaire. Dans les myoblastes prolifératifs, le gène de la myogénine se trouve dans un état réprimé, caractérisé notamment par la méthylation de la lysine 9 de H3 (H3K9 di et  triméthylée) au niveau du promoteur. Ce résidu est ensuite déméthylé dans  les  cellules  entrant  en  différenciation,  en  corrélation  avec  l’induction  de l’expression de  la myogénine.  Il  est  cependant  important de noter que  seul  le  taux de diméthylation  de  H3K9me2  diminue  sur  le  promoteur  de  la  myogénine,  la triméthylation de H3K9 restant constante. La mise en place de la méthylation de H3K9 sur  le  promoteur  de  la  myogénine  dans  les  myoblastes  est  effectuée  par  la méthyltransférase  Suv39h1  (Mal  2006).  Cependant,  le  mécanisme  permettant  la déméthylation de ce résidu au cours de la différenciation n’était pas du tout caractérisé au moment où j’ai débuté mon travail. Je me suis donc intéressée au rôle potentiel de la déméthylase  d’histone  JMJD2A  dans  ce  mécanisme.  Cette  enzyme  permet  la déméthylation  de  H3K9  (di  et  triméthylé),  et  apparaîssait  de  ce  fait  comme  un  bon candidat  pour  catalyser  cette  réaction  au  niveau  du  promoteur  de  la myogénine.  Par ailleurs,  au  cours  de  ma  thèse,  un  autre  groupe  de  recherche  a  impliqué  l’histone déméthylase  LSD1  dans  le  contrôle  de  l’expression  de  la myogénine  pour  déméthyler H3K9me2  (Choi  et  al.  2010).  L’étude  du  rôle  de  JMJD2A  dans  le  contrôle  de  la différenciation  musculaire  a  fait  l’objet  d’une  publication  dans  PLoS  Genetics,  je  vais donc   m’attacher dans  la partie suivante à résumer brièvement  les résultats qui y sont présentés.  Cependant,  quelques  expériences  qui  n’y  figurent  pas  seront  également ajoutées en figures 24 et 25 et commentées. 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2 Résultats expérimentaux   Pour  cette  étude,  j’ai  utilisé  principalement  la  lignée  cellulaire  C2C12  comme modèle  de  différenciation musculaire  ex  vivo.  L’analyse  de  l’expression  de  JMJD2A  au cours d’une cinétique de différenciation montre que le niveau d’ARNm est relativement stable. Toutefois  l’analyse de  l’expression de  JMJD2A au niveau protéique par Western blot m’a permis de mettre en évidence l’existence d’une plus petite isoforme non décrite dont  l’expression  augmente  au  cours  de  la  différenciation,  contrairement  à  la  forme pleine taille (FL‐JMJD2A) qui est stable. L’utilisation de siRNA ciblant différents exons du gène JMJD2A a permis de déterminer que cette petite isoforme provient de la traduction d’un second ARNm produit dans le corps du gène. De plus, l’extrémité 5’ de cet ARNm a été  située  au  début  de  l’exon  8  du  gène  codant  pour  JMJD2A  par  des  expériences  de 5’RACE.  Le  clonage  de  cet  ARNm  a  ensuite  montré  que  la  production  de  la  petite isoforme de JMJD2A était régulée par un mécanisme post‐transcriptionnel. Au cours de cette étude, nous avons donc mis en évidence une nouvelle isoforme de JMJD2A induite au  cours  de  la  différenciation  musculaire,  qui  a  été  nommée  ΔN‐JMJD2A  car  elle  est dépourvue de  l’extrémité N‐terminale de  la protéine JMJD2A pleine taille (FL‐JMJD2A). De  ce  fait, ΔN‐JMJD2A  ne  possède  pas  d’activité  déméthylase,  le  domaine  catalytique étant  localisé  en  N‐terminal.  Il  est  important  de  noter  que  cette  isoforme  est  aussi retrouvée dans des cellules satellites humaines, où elle est également  induite au cours de la différenciation.  Une  stratégie  perte  de  fonction  a  été  choisie  pour  étudier  le  rôle  respectif  des deux  isoformes  de  JMJD2A  au  cours  de  la    différenciation  musculaire.  Dans  ces expériences, une approche  soustractive a été utilisée pour discriminer  le  rôle de  l’une par rapport à l’autre. En effet, la séquence de l’ARNm de ΔN‐JMJD2A étant incluse dans l’ARNm pleine taille, il est impossible de diminuer l’expression de ΔN‐JMJD2A seulement dans  les  cellules  par  un  siRNA  spécifique.  J’ai  donc  utilisé  des  siRNA  ciblant  des séquences  situées  en  amont  de  l’exon  8  pour  diminuer  l’expression  de  FL‐JMJD2A seulement, et des siRNA ciblant des séquences situées en aval de l’exon 8 pour les deux isoformes. Les effets observés spécifiquement avec ces derniers reflètent le rôle de ΔN‐JMJD2A. Grâce à ces outils, j’ai pu montrer par une analyse globale sur puce à ADN que la déplétion  de  ΔN‐JMJD2A  conduit  à  un  défaut  d’expression  des  gènes  spécifiques  du muscle. De même, une analyse en  immunofluorescence de  l’expression d’un marqueur 
Figure 24: Recrutement de JMJD2A sur le promoteur de la myogénine dans les 
cellules humaines. 
Une ChIP a été réalisée à l’aide de l’anticorps reconnaissant la partie C-terminale de 
JMJD2A dans des cellules satellites humaines de muscle squelettique avant ou après 8 jours 
d’induction de la différenciation par abaissement de la quantité en sérum. Les résultats sont 
représentés en pourcentage de séquences immunoprécipitées par rapport à l’input de 
départ. Un contrôle sans anticorps est inclus. Les amorces utilisées amplifient les séquences 
du promoteur de la myogénine ou de gapdh (contrôle négatif). Expérience représentative, 
réalisé 2 fois. 
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tardif  de  différenciation  (MHC  pour  Myosin  Heavy  Chain)  a  permis  de  noter  que  la transfection  dans  les  cellules  des  siRNA  ciblant  les  deux  isoformes  inhibe  à  la  fois l’expression  de  ce  marqueur  mais  également  la  mise  en  place  des  caractéristiques morphologiques des myotubes (cellules allongées, plurinucléées). De façon intéressante, ces effets ne sont pas observés dans  les  cellules  transfectées par un siRNA ciblant FL‐JMJD2A  seulement.  ΔN‐JMJD2A  est  donc  nécessaire  au  bon  déroulement  de  la différenciation musculaire. Afin de mieux comprendre  le mécanisme moléculaire sous‐jacent au rôle positif de  ΔN‐JMJD2A  dans  le  contrôle  de  la  différenciation  musculaire,  nous  nous  sommes intéressés au gène de  la myogénine. En effet,  l’expression de  la myogénine est  inhibée  quand  ΔN‐JMJD2A  est  diminué  dans  la  cellule.  Comme  indiqué  précédemment,  la myogénine  est  essentielle  à  la  différenciation,  et  va  permettre  l’induction  du  nouveau programme  d’expression  génique.  Des  expériences  d’immunoprécipitation  de chromatine  (ChIP)  dans  les  C2C12  à  l’aide  d’anticorps  reconnaissant  l’extrémité  C‐terminale (et donc les deux isoformes) ont montrés que JMJD2A est recruté sur le gène de la myogénine au cours de la différenciation. Ce résultat est également retrouvé dans les cellules satellites humaines (figure 24). L’utilisation des siRNA présentés plus haut à ensuite permis de déterminer c’est ΔN‐JMJD2A qui lie le promoteur de la myogénine et pas  FL‐JMJD2A.  Ce  recrutement  de  ΔN‐JMJD2A  apparaît  en  corrélation  avec  la diminution de H3K9me2. Afin de savoir si ΔN‐JMJD2A est impliqué dans le remaniement de  la  chromatine  lors  de  l’induction  de  l’expression  de  la  myogénine,  j’ai  réalisé  des analyses en ChIP du profil de méthylation de H3K9 ainsi que de l’acétylation globale de H3  dans  des  cellules  où  l’expression  de  FL‐JMJD2A  seule  ou  des  deux  isoformes  est diminuée par  la  transfection de siRNA. Les résultats montrent que seule  la diminution de  ΔN‐JMJD2A  entraine  une  augmentation  du  niveau  de  H3K9me2  e  H3K9me3  ainsi qu’une diminution de l’acétylation de H3 sur le promoteur de la myogénine. ΔN‐JMJD2A intervient donc dans le retrait des marques répressives H3K9me2/3 (et dans la mise en place de  l’acétylation de H3)  sur  le promoteur de  la myogénine  lors de  l’induction du gène. Les mêmes  résultats ont été  retrouvés pour un autre gène  spécifique du muscle (Tnnc1),  suggérant  que  le  rôle  de  co‐activateur  de  ΔN‐JMJD2A  peut  être  généralisé  à d’autres gènes. En parallèle, j’ai réalisé une étude par ChIP on chip de la liaison de JMJD2A sur les promoteurs  du  génome murin  afin  d’identifier  de  façon  globale  les  cibles  de  JMJD2A 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dans  les  cellules  C2C12  prolifératives  et  différenciées.  Nous  avons  ainsi  regroupé  les gènes  liés  par  JMJD2A  dans  3  catégories :  cibles  uniquement  dans  les  cellules prolifératives, cibles uniquement dans les myotubes, ou cibles dans les deux conditions. Le  recoupement  de  ces  données  avec  des  données  de  la  littérature  concernant  les variations d’expression des gènes (résultats obtenus grâce à des puces à ADN) a mis en évidence que l’expression de la majorité des cibles liées dans les myotubes est diminuée quand les deux isoformes sont déplétées, ce qui est en accord avec un rôle activateur de ΔN‐JMJD2A.  Dans  le  but  de  savoir  si  ΔN‐JMJD2A  peut  également  contrecarrer  la  répression transcriptionnelle  et  ses  marques  associées  dans  des  cellules  non  engagées  dans  le lignage  musculaire,  j’ai  utilisé  un  autre  modèle :  la  conversion  myogénique.  En  effet, l’expression  de MyoD  dans  des  cellules  non‐musculaires  entraine  la  dérépression  des gènes  spécifiques  du  muscle  et  leur  différenciation  myogénique.  Dans  ce  modèle également,  j’ai  pu montrer  par  ChIP  que  JMJD2A  est  recrutée  sur  le  promoteur  de  la myogénine en corrélation avec l’activation transcriptionnelle du gène. La cotransfection de  différentes  constructions  codant  pour  les  formes  pleine‐taille  ou  tronquées  (ATG inclus dans l’ARNm de ΔN‐JMJD2A) de JMJD2A avec un plasmide codant pour MyoD dans des fibroblastes NIH3T3 démontre que seule la petite isoforme de JMJD2A augmente la conversion myogénique, reflétée par l’augmentation de l’expression de la myogénine et de  MHC  dans  les  cellules  transfectées.  Dans  ce  modèle  également,  ΔN‐JMJD2A  se comporte donc comme un co‐activateur transcriptionnel.   Afin  d’aller  plus  loin  dans  la  compréhension  de  la  mécanistique  de  cette régulation,  j’ai  cherché à  savoir  comment ΔN‐JMJD2A est  recrutée  sur  ses promoteurs cibles. Des expériences de co‐immunoprécipitation sur des protéines exogènes montrent que JMJD2A peut interagir avec les protéines MEF2 (résultats non montrés). Ce résultat n’a  cependant  pas  pu  être  reproduit  sur  les  protéines  endogènes.  Le  recrutement  de JMJD2A sur ses promoteurs cibles pourrait dépendre de cette interaction. Les résultats d’expériences  de  ChIP  JMJD2A  après  déplétion  de  MEF2  vont  dans  ce  sens :  la transfection des siRNA ciblant les protéines MEF2 diminuent le recrutement de JMJD2A après  induction  de  la  différenciation.  Cependant,  ce  type  d’expérience  est  à  analyser avec précaution. En effet, la diminution de l’expression de MEF2 a pour effet d’inhiber la différenciation musculaire. Or,  JMJD2A est  recrutée  sur  le promoteur de  la myogénine 
Figure 25: Recrutement de JMJD2C sur le promoteur de la myogénine. 
A. Une ChIP a été réalisée à l’aide d’un anticorps reconnaissant JMJD2C dans des cellules 
C2C12 avant (P) ou après 3 jours d’induction de la différenciation par abaissement de la 
quantité en sérum (MT). Les résultats sont représentés en pourcentage de séquences 
immunoprécipitées par rapport à l’input de départ. Un contrôle sans anticorps est inclus. Les 
amorces utilisées amplifient les séquences du promoteur de la myogénine. Expérience 
représentative, réalisé 2 fois. B. Validation de l’anticorps en western blot après déplétion de 
JMJD2C par transfection de 2 siRNA différents dans les myoblates C2C12. 
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lors de  l’induction de  la différenciation.  La baisse du  recrutement de  JMJD2A pourrait donc  être  une  conséquence  indirecte  du  retard  de  différenciation  déclenché  par  les siRNA MEF2.  Par ailleurs, la protéine ΔN‐JMJD2A est dépourvue de l’extémité N‐terminale de la forme  pleine  taille  qui  contient  le  domaine  catalytique,  elle  ne  possède  donc  pas d’activité  déméthylase.  Cependant,  mes  résultats  démontrent  que  ΔN‐JMJD2A  est nécessaire  à  la  déméthylation  de  H3K9  sur  le  promoteur  de  la myogénine,  suggérant qu’elle  permet  le  co‐recrutement  d’une  autre  protéine  à  activité  déméthylase.  Nous avons pu mettre en évidence une interaction entre ΔN‐JMJD2A et JMJD2C, une protéine de  la  même  famille  qui  déméthyle  spécifiquement  H3K9.  De  plus,  la  transfection  de siRNA  ciblant  spécifiquement  JMJD2C  récapitulent  les  effets  de  la  déplétion  de  ΔN‐JMJD2A sur les gènes spécifiques du muscle, à savoir une diminution de leur expression. Grâce  à  l’utilisation  d’anticorps  reconnaissant  spécifiquement  JMJD2C  que  nous  avons développés  et  caractérisés  dans  l’équipe,  j’ai  pu  analyser  par  ChIP  le  recrutement  de JMJD2C  sur  le  promoteur  de  la myogénine  au  cours  de  la  différenciation.  JMJD2C  est effectivement liée au promoteur de la myogénine dans les C2C12. Cependant, je n’ai pas pu observer de changement significatif du niveau de JMJD2C sur le promoteur dans les myotubes en comparaison aux myoblastes prolifératifs (figure 25A). L’anticorps utilisé a été  caractérisé  en  western  blot  et  l’utilisation  de  siRNA  ciblant  JMJD2C  atteste  de  sa spécificité  (figure  25B).  La  spécificité  du  signal  correspondant  au  recrutement  de JMJD2C  au  promoteur  de  la  myogénine  reste  tout  de  même  à  confirmer  en  réitérant l’expérience  de ChIP  après  transfection des  cellules  par  les  siRNA  JMJD2C.  Ce  résultat n’est  pas  en  faveur  de  l’hypothèse  du  recrutement  de  JMJD2C  par  la  protéine  ΔN‐JMJD2A,  le  signal  obtenu  en  ChIP  JMJD2C  n’augmentant  pas  dans  les  cellules différenciées.  La  présence  de  JMJD2C  sur  le  promoteur  de  la  myogénine  pourrait intervenir dans le contrôle de la triméthylation de H3K9, qui ne varie pas au cours de la différenciation (au contraire de la diméthylation du résidu ; résultats non montrés, (Mal and Harter 2003; Mal 2006)) . Ce contrôle du niveau de H3K9me3 dans les myoblastes permettrait de maintenir le gène de la myogénine dans un état prêt à être activé. En effet le statut du promoteur de la myogénine dans les myoblastes déterminés se distingue de celui observé dans les cellules non musculaires, par une structure chromatinienne moins répressive  à  la  transcription.  Dans  ce  cas,  il  est  possible  que  l’interaction  avec  ΔN‐JMJD2A dans les myotubes permette à JMJD2C de déméthyler également H3K9me2 sur 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le promoteur de la myogénine. Pour tester cette hypothèse il faudra évaluer par ChIP le profil des différents degrés de méthylation de H3K9 après avoir diminuer  l’expression de JMJD2C par transfection de siRNA dans les cellules. 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Abstract
In proliferating myoblasts, muscle specific genes are silenced by epigenetic modifications at their promoters, including
histone H3K9 methylation. Derepression of the promoter of the gene encoding the myogenic factor myogenin (Myog) is key
for initiation of muscle differentiation. The mechanism of H3K9 demethylation at the Myog promoter is unclear, however.
Here, we identify an isoform of the histone demethylase JMJD2A/KDM4A that lacks the N-terminal demethylase domain
(DN-JMJD2A). The amount of DN-JMJD2A increases during differentiation of C2C12 myoblasts into myotubes. Genome-wide
expression profiling and exon-specific siRNA knockdown indicate that, in contrast to the full-length protein, DN-JMJD2A is
necessary for myotube formation and muscle-specific gene expression. Moreover, DN-JMJD2A promotes MyoD-induced
conversion of NIH3T3 cells into muscle cells. ChIP-on-chip analysis indicates that DN-JMJD2A binds to genes mainly involved
in transcriptional control and that this binding is linked to gene activation. DN-JMJD2A is recruited to the Myog promoter at
the onset of differentiation. This binding is essential to promote the demethylation of H3K9me2 and H3K9me3. We
conclude that induction of the DN-JMJD2A isoform is crucial for muscle differentiation: by directing the removal of
repressive chromatin marks at the Myog promoter, it promotes transcriptional activation of the Myog gene and thus
contributes to initiation of muscle-specific gene expression.
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Introduction
In eukaryotes, the genome is organized into a highly ordered
structure called chromatin, composed of DNA and histone
proteins. Chromatin architecture is dynamic and regulated in
part by enzymes that mediate covalent post-translational modifi-
cations of the N-terminal tails of histones. These so-called
epigenetic modifications of histones control the expression of the
genes they are associated with, thus they are crucial in determining
cell fate decisions.
Enzymes that remove methyl groups from lysine residues in
histones (histone lysine demethylases, KDMs) were discovered
only recently and are highly specific for particular lysine residues,
similarly to histone lysine (K) MethylTransferases (KMT) [1]. The
first discovered demethylase, LSD1, is a flavin-monoamine oxidase
that demethylates mono- or dimethylated lysine residues 4 and 9
in histone H3 (H3K4 and H3K9) [2]. The Jumonji domain-
containing demethylases catalyze protein demethylation through a
hydroxylation reaction requiring iron and 2-oxoglutarate as co-
factors. The JMJD2/KDM4 subfamily (JMJD2A, B, C and D)
specifically demethylates H3K9 and H3K36 either di- or tri-
methylated [3–7].
Few regulatory functions have been described for the JMJD2
family. JMJD2C was described as a co-activator of androgen
responsive genes in prostate cancer cells and of the Nanog gene in
ES cells [8–11]. By contrast, mainly co-repressor activities have
been reported for JMJD2A: as a component of the nuclear
receptor co-repressor (N-CoR) complex involved in the repression
of the ASCL2 gene [12], a function that requires its demethylase
activity [6], and associated with histone deacetylases and the
retinoblastoma protein Rb to repress E2F-regulated promoters (in
this case, the role of its demethylase activity was not investigated)
[13]. JMJD2A was also suggested to be a co-activator of androgen
receptor-dependent gene transcription [14], but this is controver-
sial since another group claimed that this function is specific to
JMJD2C [8].
During skeletal muscle differentiation, signaling to chromatin is
important to drive the correct temporal expression of muscle-
specific genes [15]. During this process, myoblasts cease prolifer-
ating and fuse into multinucleated myotubes; at the same time,
muscle specific genes begin to be transcribed and cell cycle-
associated genes are repressed. The b-HLH family of myogenic
transcription factors (includingMyoD,Myf5, myogenin andMRF4)
and the MEF2 factors play key roles in controlling muscle-specific
gene expression. In response to appropriate differentiation signals,
MyoD, which is expressed in myoblasts, turns on the differentiation
program by first activating expression of the gene encoding
myogenin (Myog). Then, in cooperation with myogenin, it induces
the expression of many other muscle specific genes [16]. MyoD and
MEF2 factors act in concert with histone acetyltransferases and
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deacetylases [17] to influence muscle gene transcription by
modifying the architecture of chromatin at specific loci.
Whereas the role of histone acetylation in the control of muscle-
specific gene expression has been studied extensively (reviewed in
[17]), less is known about the role of histone methylation in this
process. The Polycomb group protein Ezh2, a methyltransferase,
is involved in inhibiting muscle differentiation by methylating
H3K27 at muscle-specific genes regulatory elements in myoblasts
[18]. The role of Ezh2 is counteracted by the histone demethylase
UTX, which demethylates H3K27 to participate in the activation
of muscle-specific loci during differentiation [19]. Ash2L methyl-
transferase-containing complexes also contribute to this activation
by methylating H3K4 [20]. In addition to H3K27, H3K9
methylation also participates in Myog repression, ensuring that
cells do not differentiate prematurely. The Myog promoter is
hypermethylated on H3K9 in myoblasts and demethylated in
myotubes concomitant with transcriptional activation of the Myog
gene [21]. The histone methyltransferase Suv39h1 is responsible
for the establishment of this repressive epigenetic mark in
myoblasts, and is targeted to the Myog promoter by interacting
with MyoD [22,23]. The mechanism leading to H3K9 demeth-
ylation of the Myog promoter at the onset of differentiation has not
been studied extensively, however.
Here, we identify a new isoform of JMJD2A in which the N-
terminal demethylase domain has been deleted (DN-JMJD2A). This
isoform is upregulated at the onset of myoblast differentiation into
myotubes and is essential for this process. By using a genome-wide
approach, we show that DN-JMJD2A acts as a transcriptional co-
activator for many genes induced specifically during skeletal muscle
differentiation. Furthermore, we demonstrate that DN-JMJD2A binds
directly to the Myog promoter to regulate H3K9 methylation, thus
allowing Myog expression and promoting myotube differentiation.
Results
A short isoform of JMJD2A is upregulated during muscle
differentiation
To investigate the role of the histone demethylase JMJD2A in
muscle differentiation, we first characterized expression of JMJD2A
mRNA in a mouse myoblast cell line, C2C12, which has been used
extensively as a model of skeletal muscle differentiation. C2C12 cells
differentiated into myotubes expressing muscle specific genes within
three days after addition of differentiating medium, as demonstrated
by the strong induction of mRNAs from the Myog and muscle
creatine kinase (Ckm) genes (Figure 1A). By contrast, JMJD2A
mRNA, as quantified by RT-qPCR using primers located in its
39end, was expressed at relatively constant levels during this time
(Figure 1A). As shown in Figure 1A (upper panel), JMJD2AmRNA,
quantified by RT-qPCR using primers located in its 39end, is
expressed at relatively constant levels during the course of C2C12
cells differentiation. We also analyzed JMJD2A protein levels by
western blotting the cells with an antibody directed against the C-
terminal part of JMJD2A (a-Cter-JMJD2A). In addition to the full-
length protein, whose levels remained constant, we noticed a smaller
isoform of about 60 kDa in differentiating C2C12 cells (Figure 1B).
In primary human satellite cells, differentiation was also accompa-
nied by the appearance of a polypeptide of very similar apparent
molecular weight to that observed in C2C12 cells (Figure 1C).
These data suggest the existence of a new isoform of JMJD2Awhose
expression increases during muscle terminal differentiation. Note
that this isoform can also be detected in proliferating C2C12 cells
when the blots are exposed for longer times (data not shown). To
prove that this isoform was derived from JMJD2A, and to gain
insights into the mRNA producing it, we transfected differentiating
C2C12 cells with exon-specific siRNAs against various parts of
JMJD2A mRNA (Figure 1D). As expected, all siRNAs interfered
with expression of the full-length protein (Figure 1E). Strikingly,
whereas the siRNAs against exons 9, 10, 11, 16 and 22 of JMJD2A,
also decreased expression of the short isoform, those against exon 3
did not (Figure 1E), This suggests that the small isoform of JMJD2A
is produced from a mRNA derived from the JMJD2A gene but
lacking the 59 end of the full-length JMJD2A mRNA.
The short isoform is produced from an mRNA that
initiates within the coding region of the JMJD2A gene
The Genbank database contains a description of a small mRNA
(AK136085.1) whose transcription starts inside the coding sequence
of the for JMJD2A gene and which is identical to the full-length
mRNA sequence from the end of exon 9 to the 39 end of JMJD2A
variant 1 (NM_001161823.1; see Figure S1 for an alignment). The
siRNA that targeted the beginning of exon 9 of JMJD2A inhibited
production of the small isoform described in Figure 1, however,
indicating that the mRNA that encodes the small isoform differs
from AK136085.1. To identify the 59end of this mRNA, we
performed rapid amplification of 59 complementary DNA ends
(59RACE) using total mRNA isolated from differentiated C2C12
cells. We designed the primers according to the effects observed on
the short isoform expression using exon-specific siRNAs (see
Figure 1D and 1E) and used them to isolate 50 clones containing
parts of JMJD2A mRNA, which we then sequenced (Figure 2A).
Among these, eight clones were identical to the 59 end of the full-
length sequence described in Genbank (NM_001161823.1). The
transcription start site (TSS) of NM_001161823.1 was designated as
+1 relative to this sequence. Fifteen clones started downstream of
this TSS at a position located in the first intron of JMJD2A. Since
the ATG corresponding to the full-length protein is present in exon
2, this latter mRNA is also likely to produce the full-length JMJD2A
protein. Twenty seven clones initiated inside the coding region at
the 59 end of exon 8, of which 16 had a TSS at +977 and 11 at +980.
Thus, a significant proportion of JMJD2A mRNAs initiate at the
beginning of exon 8 in differentiating C2C12 cells (see Figure S1 for
alignment of sequences).
Author Summary
Gene expression is regulated in part by so-called
‘‘epigenetic’’ mechanisms—modifications of the DNA itself
or of proteins associated with DNA (such as histones). We
have studied an enzyme that affects these histone
modifications—the histone demethylase JMJD2A—and
its role in muscle differentiation. Muscle differentiation is
tightly controlled during the development of the organism
to ensure that muscle forms at the right place and at the
right time. Muscle precursor cells are prevented from
differentiating by silencing of a ‘‘master gene’’ of muscle
differentiation called Myog. This silencing is brought about
by specific epigenetic modifications of the Myog gene that
are removed when the precursor cell receives a signal to
differentiate. Here, we have discovered a new isoform of
JMJD2A that is upregulated during muscle differentiation
and that is required for activation of Myog. Binding of this
JMJD2A isoform to the Myog gene is probably a crucial
step in inducing muscle differentiation. Our findings thus
uncover the existence of a second isoform of the histone
demethylase JMJD2A important for muscle differentiation
and suggest that the balance between JMJD2A isoforms is
important for controlling the fate of muscle precursor cells.
JMJD2A in Muscle Differentiation
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To quantify the isoforms produced from the JMJD2A gene, we
analysed their expression in proliferating cells and in differentiat-
ing cells by qPCR with primers located immediately upstream of
nucleotide +977 (Nu977, primer pairs 1 and 2) or immediately
downstream of Nu977 (primer pairs 3 and 4; Figure 2B). We found
that the signal observed with primer pairs 3 and 4 was 20–30%
Figure 1. Expression of JMJD2A during muscle differentiation. (A) The expression of JMJD2A, Myog, Ckm and gapdh mRNA was measured by
RT-qPCR of RNA from C2C12 cells kept in growth medium (0 h) or shifted to differentiation medium for 24, 48 or 72 hours. mRNA levels were
standardized to gapdh mRNA levels, and calculated relative to 1 in proliferating cells. (B) Western blots of total protein extracts from C2C12 cells
before (0 h) or after 24, 48 or 72 hours of differentiation analyzed for the presence of JMJD2A (a-Cter antibody), myogenin, myosin heavy chain
(MHC) and a-tubulin (as a control for equal loading). The asterisk (*) indicates a non-specific band (as indicated by subsequent analysis using siRNAs
and through the use of other antibodies; data not shown). JMJD2A-specific bands are indicated by arrowheads. Note that we show two different
exposures of this western blot (C)Western blots of total protein extracts from human skeletal myoblasts (Hskm) in proliferating (GM) or differentiated
conditions (MT), and from differentiating C2C12 cells (left lane) analyzed for expression of JMJD2A (a-Cter antibody), myosin heavy chain (MHC) and
a-tubulin. JMJD2A-specific bands are indicated by arrowheads. The asterisk (*) indicates a non-specific band. (D) Schematic representation of JMJD2A
mRNA(NM_001161823.1) indicating the positions of hybridisation of the siRNAs used in this study. The black bars indicate the siRNAs that knockdown
only full-length JMJD2A protein expression whereas the green bars indicate the siRNAs that knockdown expression of both the full-length and the
short isoform. The siRNAs are named according to the exon they target and the position in the exon (e.g. sie3-1 for the most upstream siRNA
targeting exon 3). (E) C2C12 cells were transfected with siRNAs targeting both isoforms of JMJD2A (e9, e10, e16 and e22), only full-length JMJD2A (e3-
1 and e3-2) or control siRNA (ctl). After 24 hours of differentiation, western blots of total protein extracts were analysed for JMJD2A (a-Cter antibody)
and a-tubulin. The panels on the left include a serial dilution (1, K and J) of extracts from cells transfected with the control siRNA.
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.g001
JMJD2A in Muscle Differentiation
PLoS Genetics | www.plosgenetics.org 3 June 2011 | Volume 7 | Issue 6 | e1001390
 
JMJD2A in Muscle Differentiation
PLoS Genetics | www.plosgenetics.org 4 June 2011 | Volume 7 | Issue 6 | e1001390
 
higher than with primer pairs 1 and 2 in both proliferating and
differentiated cells, indicating that DN1-JMJD2A and DN2-
JMJD2A mRNAs are expressed at about 20% of the amount of
the full-length mRNAs. In addition, the expression of these
mRNAs slightly decreased during differentiation relative to the
full-length (FL)-JMJD2A mRNA (Figure 2B).
To test if the small mRNA (DN1/2-JMJD2A) could encode the
shorter of the two proteins we observed above (see Figure 1), we
cloned the JMJD2A cDNA starting at nucleotide +977 and
expressed it in proliferating and differentiating C2C12 cells. In
cells kept in growth medium (GM) or shifted into differentiation
medium for 24 h (DM), overexpression of this cDNA under the
control of the CMV promoter led to production of various
polypeptides with apparent molecular weights of 115, 85 and
around 60 kDa (denoted 1–3 respectively, in Figure 2C). The
60 kDa polypeptides comprised two bands in proliferating
myoblasts and three in differentiating cells, the fastest of these
bands co-migrated exactly with the endogenous JMJD2A short
isoform (seen in lane 5). These 60 kDa polypeptides were more
abundant in differentiating cells; they represent about 40% of the
total in differentiating cells compared to only 5% in proliferating
myoblasts (Figure 2C, right). This suggests that the JMJD2A
mRNA that initiates at nucleotide 977 directs production of a
protein corresponding to the endogenous JMJD2A small isoform
preferentially in differentiating cells.
Several potential initiation codons (ATG) are present in the
Nu977 mRNA sequence (Figure 2). To characterize further the
small isoform of JMJD2A, we constructed deletion mutants of
JMJD2A and expressed them in C2C12 cells. The constructs were
named according to their first methionines: pCDNA3-JMJD2A-
M317 (data not shown), pCDNA3-JMJD2A-M427 and pCDNA3-
JMJD2A-M584. A protein initiating at Met584 (JMJD2A-M584)
migrated close to the endogenous small isoform (Figure 2E). Taken
together with the data obtained by using isoform-specific siRNAs
(Figure 1), these findings indicate that the small isoform is
produced from an mRNA initiating within the JMJD2A gene.
This shorter isoform lacks the N-terminal sequences of JMJD2A
and thus lacks the demethylase domain; hereafter we call this
isoform DN-JMJD2A.
DN-JMJD2A is required for C2C12 cell differentiation
To investigate the role of DN-JMJD2A, we performed genome-
wide expression profiling of C2C12 cells following transfection
with siRNAs against both isoforms of JMJD2A. (Since the mRNA
encoding DN-JMJD2A initiates in an exon, it is impossible to
design specific siRNAs for this isoform). We transfected C2C12
cells with siRNAs that target exon 9 or exon 10 (sie9 and sie10)
and maintained them in proliferation medium for 24 h before
shifting them to differentiation medium for 36 hours. (Important-
ly, these siRNA did not affect JMJD2B and JMJD2C mRNAs;
Figure S2). Total mRNA was hybridized onto the GeneChip
Mouse Gene 1.0 ST Affymetrix microarray. Genes were
considered as deregulated upon JMJD2A knockdown, as com-
pared to a control siRNA (p-value ,0.05), when the calculated
average fold change was greater than 1.5 in three independent
experiments with two independent siRNAs. We found that the
expression of 89 genes was affected by JMJD2A knockdown, of
which 68 were downregulated (Figure 3A) (See Table S1 for the
list of JMJD2A-regulated genes). Gene ontology (GO) analysis
using DAVID software indicated that a large proportion of these
genes (21 out of 68) were either muscle specific or associated with
muscle development and differentiation (see Table 1 for the list of
muscle relevant genes). Most of these genes (16 out of 21) were up
regulated upon C2C12 differentiation (Blais et al., 2005).
Interestingly, expression of these genes was unchanged in similar
experiments performed with siRNAs that decrease only the full-
length protein (the changes affecting all these mRNA were
classified as non significant, whereas JMJD2A mRNA was found
decreased by 3.4 fold, data not shown), suggesting that they are
specifically regulated by DN-JMJD2A. To confirm these findings,
we analyzed the expression of several of the affected genes (Actc1,
Tnni1, Ttn, Myog, Ckm) by reverse transcription followed by qPCR.
We found that a siRNA against both forms of JMJD2A (sie9)
strongly decreased expression of all of these genes, whereas a
siRNA against the full-length isoform only (sie3-2) had no effect,
although they both decreased similarly the expression of full-length
JMJD2A (Figure 3B). These data confirm the DNA microarray
analysis and indicate that these muscle-specific genes are
specifically activated, either directly or indirectly, by DN-JMJD2A.
To test whether DN-JMJD2A plays a role in muscle
differentiation, we knocked down both isoforms in proliferating
C2C12 cells and examined their ability to undergo differentiation.
Proliferating C2C12 cells were electroporated with the siRNAs
against both isoforms and kept in growth medium for 24 hours
before incubating them in differentiation medium for 24 hours.
The cells were then transfected again with the same siRNA, in
order to maintain the knockdown, and kept in differentiation
medium for a further 48 hours to allow full differentiation.
Differentiation was assayed by expression of myosin heavy chain
(MHC) by immunofluorescence microscopy. MHC expression and
Figure 2. Characterization of the small isoform of JMJD2A. (A) 59 RACE was performed on mRNA extracted from differentiated C2C12 cells.
The two JMJD2A mRNAs described in Genbank are illustrated in the upper panel, with the exons labelled from 1 to 22. The various 59ends identified
by 59 RACE are shown in the lower panel. The start positions relative to the first nucleotide of the described full-length mRNA (NM_001161823.1) are
indicated on the left, and the percentage of each mRNA obtained in our experiments on the right. The +1(i1) indicates mRNAs initiating within intron
1 of JMJD2A (FL for full-length; DN for N-terminal deleted). (B) The amount of JMJD2A mRNA in total RNA prepared from C2C12 cells kept in growth
medium (GM) or in differentiation medium for 72 hours (DM) was quantified by qPCR (relative to a standard curve with known amounts of JMJD2A
gene) by using primer pairs that amplified FL-JMJD2A mRNA only (pairs 1 and 2) or FL-JMJD2A, DN1-JMJD2A and DN2-JMJD2A mRNAs (pairs 2 and 3).
Quantification was performed twice in triplicate on four independent mRNA preparations from proliferating cells and differentiated myotubes. Data
were standardised relative to 1 for primer pairs 1 (corresponding to about 105 molecules of JMJD2A cDNA per mg of cDNA); statistical analyses of the
observed differences are indicated (p values, student T test). (C) The expression of JMJD2A was analysed by western blotting of growing C2C12
myoblasts (GM) or after 24 hours of differentiation (DM) using the antibody recognizing both isoforms of JMJD2A (a-Cter antibody); a-tubulin was
blotted as a loading control. Cells were transfected with increasing doses (0.05, 0.1 or 0.2 mg for myoblasts, lanes 2–4; 0.2, 0.4 or 1 mg for
differentiating cells, lanes 6–8) of a vector expressing the short JMJD2A mRNA beginning at nucleotide 977 of the full-length mRNA (pCDNA3-
JMJD2A-Nu977) or with the empty vector (lanes 1 and 5). The intensities of the three bands (1, 2 and 3) produced from the pCDNA3-JMJD2ANu977
construct were quantified using ImageJ software (right panel). The data are represented as the percentage of each band relative to the total intensity
of the three bands, calculated for the first dose of Nu977 expression vector (to remain in the linear range of fluorography). (D) Schematic
representation of the JMJD2A-Nu977 mRNA with potential translation initiation codons. (E) Growing C2C12 cells were transfected with 0.1 mg of
vector expressing FL-JMJD2A or N-terminal deletion mutants (JMJD2A-M427, JMJD2A-M584). The expression of JMJD2A was analysed by western
blotting using the antibody recognizing both isoforms of JMJD2A (a-Cter antibody).
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.g002
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Figure 3. DN-JMJD2A is important for muscle differentiation and myotube formation. (A) Gene expression profiles of C2C12 cells treated
with siRNAs targeting both isoforms (sie9 or sie10, directed against exon 9 and 10 respectively) or control siRNA and differentiated for 36 h, were
analysed using Affymetrix expression arrays as described in Materials and Methods. The numbers of genes that are found down- or up-regulated in
cells transfected with siRNA targeting both isoforms compared to control (fold change .1.5 when compared to the control) are indicated. (B)
Validation of the microarray results by RT-qPCR analysis of mRNA expression of various differentiation-related genes shown in Table 1, as well as FL-
JMJD2A (using primers located in the 59 end). C2C12 cells were transfected with an siRNA targeting both isoforms of JMJD2A (sie9), a siRNA targeting
only FL-JMJD2A (sie3-2, directed against exon3) or a control siRNA (sictl) and then induced to differentiate for 36 hours. mRNA levels were
standardized according to gapdh mRNA levels, and calculated relative to 1 for cells transfected by the control siRNA. (C) C2C12 cells were transfected
with siRNAs targeting both isoforms of JMJD2A (sie9 and sie10) or control siRNA (sictl). After 72 hours of differentiation, cells were stained for
JMJD2A in Muscle Differentiation
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myotube formation were drastically impaired in cells transfected
with the siRNAs that interfered with both isoforms (Figure 3C),
but not by a siRNA that interfered with only FL-JMJD2A or by
the control siRNA (Figure 3D). Western blotting showed that, in
addition to MHC, myogenin expression was also impaired
specifically by the siRNA targeting both isoforms (Figure 3E).
These findings agree with those obtained from analysis of the
expression of these differentiation markers by RT-qPCR
(Figure 3B). Together, these data indicate that DN-JMJD2A is
required for muscle differentiation at a step before myogenin
expression.
The Myog promoter is a specific target of DN-JMJD2A
Since DN-JMJD2A functions upstream of myogenin expression
in the control of C2C12 myoblast cell differentiation, andMyog is a
master gene regulating muscle differentiation, we reasoned that
the Myog promoter might be an important target of DN-JMJD2A.
To investigate this possibility, we performed chromatin immuno-
precipitation (ChIP) on chromatin from both proliferating and
differentiating C2C12 cells by using an antibody against the C-
terminus of JMJD2A, which recognizes both isoforms, and the
immunoprecipitated Myog promoter was quantified by qPCR.
(The amylase promoter was used as a negative control since the
amylase gene is not expressed in muscle cells.) We found the Myog
promoter specifically in JMJD2A-ChIPed chromatin from differ-
entiating C2C12 cells within 24 hours of differentiation
(Figure 4A), a time at which most cells already expressed
myogenin (as observed by immunofluorescence microscopy; data
not shown). By contrast, in proliferating cells, in which myogenin
is not expressed, the signal from the Myog promoter was just above
or below the threshold of detection in some experiments). No
signal from the amylase promoter was observed (Figure 4A). The
amount of dimethylated H3K9 (H3K9me2) associated with the
Myog promoter in proliferating cells was higher than in
differentiating cells (Figure 4B); this decrease in differentiating
cells is not due to changes in nucleosome occupancy (Figure S3).
No change in the amount of H3K9me2 was observed at the
GAPDH promoter, used as a control. Thus, binding of JMJD2A
(whether FL-JMJD2A, DN- JMJD2A or both) to the Myog
promoter correlates with demethylation of H3K9me2 and
transcriptional activation of the gene.
To test whether the Myog promoter is a specific target of DN-
JMJD2A, we performed ChIP with the antibody against the C-
terminus of JMJD2A following transfection of siRNAs that
interefere specifically either only with FL-JMJD2A or with both
isoforms. We found that JMJD2A binding to the Myog promoter
was significantly reduced in cells transfected with an siRNA (e9)
targeting both isoforms, but was not affected by an siRNA
targeting only FL-JMJD2A (e3-2; Figure 4C). By contrast, this e3-
2 siRNA decreased the signal from the Tpm2 promoter (Figure S4),
Table 1. Genes associated with muscle differentiation and development (gene ontology analysis; Figure 2B) that were down-
regulated in cells transfected by siRNA targeting both isoforms of JMJD2A.
Tnnc2 troponin C2, fast 24.8898516
Myl1 myosin, light polypeptide 1 24.3695893
Ckm creatine kinase, muscle 23.976595
Myog myogenin 23.6869516
Tnni1 troponin I, skeletal, slow 1 23.3599658
Tnni2 troponin I, skeletal, fast 2 23.2088106
Tnnt3 troponin T3, skeletal, fast 23.0840454
Tnnt2 troponin T2, cardiac 22.9699507
Erbb3 v-erb-b2 erythroblastic leukemia viral oncogene homolog 3 (avian) 22.8317823
Acta1 actin, alpha 1, skeletal muscle 22.6396954
Unc4b unc-45 homolog B (C. elegans) 22.3936517
Mef2c myocyte enhancer factor 2C 22.2935529
Actc1 actin, alpha, cardiac 21.9588187
Ckb creatine kinase, brain 21.915279
Tmod1 tropomodulin 1 21.8805943
Ttn titin 21.7811661
Ednra endothelin receptor type A 21.7055933
Tpm3 tropomyosin 3, gamma 21.6838151
Chrnd cholinergic receptor, nicotinic, delta polypeptide 21.6777709
Dok7 docking protein 7 21.6551543
Akt2 thymoma viral proto-oncogene 2 | similar to serine/threonine kinase 21.5684415
Snf1lk SNF1-like kinase 21.5214148
The fold change in gene expression is indicated for cells treated with siRNA against JMJD2A compared to cells treated with control siRNA.
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.t001
immunofluorescence microscopy by using an antibody against myosin heavy chain (MHC) and DAPI. (D) As in C, but C2C12 cells were transfected
with siRNA targeting FL-JMJD2A only (sie3-2) or control siRNA (sictl). (E) Western blots of total protein extracts prepared from C2C12 cells treated as in
C and D, showing myogenin, myosin heavy chain (MHC) and a-tubulin.
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.g003
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one of the genes that was most enriched in ChIPs performed by
using an antibody specific for FL-JMJD2A (see Figure 5D). These
data indicate that the Myog promoter is a direct target of the DN-
JMJD2A isoform and probably accounts for its role in C2C12
differentiation of C2C12 myoblasts.
Genome-wide analysis of JMJD2A targets
We wanted to identify other genes that may be targets of DN-
JMJD2A, however, without an antibody specific for the DN-
JMJD2A isoform, we could not ChIP this isoform independently of
FL-JMJD2A. Since DN-JMJD2A increases during differentiation,
whereas FL-JMJD2A does not (Figure 1B), we decided to search
by ChIP for genes that were bound by JMJD2A in differentiated
C2C12 cells but not in undifferentiated cells. Immunoprecipitated
DNA fragments were amplified and hybridized to a microarray
covering about 20,000 mouse gene promoters (ChIP-on-chip
methodology). Hybridization and bioinformatics analysis allowing
identification of bound regions were done by Nimblegen using the
Roche Nimblescan software. We scored promoters as bound by
JMJD2A if a binding peak (FDR p,0.01) was identified between
22000 and +500 bp from the transcription start site in at least
three of four independent experiments. We found JMJD2A bound
to 1498 genes in proliferating cells and 1181 in differentiated cells
(see Table S2 for the complete list of JMJD2A-bound promoters).
Of note, we did not identify the Myog promoter in this analysis
although we know from the experiments described above
(Figure 4A) that it is bound by JMJD2A, suggesting that we may
have missed some JMJD2A target genes in our analysis. When we
used a slightly less stringent analysis, we did find the Myog
promoter among the promoters bound by JMJD2A specifically in
myotubes (p,0.05; data not shown). Subsequent analysis by ChiP
and qPCR on selected genes, however, indicated that, although
Figure 4. DN-JMJD2A is recruited to the myogenin promoter. (A) ChIP assays were performed on C2C12 cells before (0 h) or after 24, 48 or
72 hours of differentiation by using an anti-JMJD2A antibody (+) (a-Cter antibody), or no antibody (2). Myog and Amy2 promoters were quantified by
qPCR. The data shown indicate ChIP efficiency as a proportion of the input. Position of the primers used are indicated (B) ChIP analysis of the Myog
and Gapdh promoters immunoprecipitated by using anti-H3K9me2 antibody (aH3K9me2, +), or no antibody (2) on chromatin prepared from
proliferating (GM) or differentiating (72 hours) C2C12 cells (MT), as quantified by qPCR. Results represent ChIP efficiency according to input. (C) C2C12
myoblasts were electroporated with an siRNA targeting both isoforms of JMJD2A (e9), a siRNA targeting the full-length JMJD2A only (e3-2) or a
control siRNA (ctl). Twenty-four hours later, cells were placed in differentiation medium for one day. ChIP experiments were performed as in (A). The
data represent ChIP efficiency (%) relative to the amount of Myog promoter immunoprecipitated by the anti-JMJD2A antibody.from control siRNA
electroporated cells.
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.g004
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identifying bona fide JMJD2A target genes, the lower stringency
analysis did not reflect the actual variation in JMJD2A occupancy
in myotubes versus myoblasts. We thus concentrated on the lists of
genes shown in Table S2.
We found 485 genes bound by JMJD2A in differentiated cells
but not in proliferating cells (Figure 5A and Table S2) that are
candidates for specific targets of DN-JMJD2A. From this list, we
selected eight genes for further analysis by ChIP and qPCR (Tnnc1,
Hfe2, Zfp238, Ttn, Tpm2, Fyn, cdkn1a and myl6; Figure 5C and
Figure S5). All these genes either bound by JMJD2A specifically in
myotubes or were more enriched in mature myotubes than in
growing myoblasts. We also analyzed by ChiP and qPCR three
genes identified in the ChIP-on-chip approach bound by JMJD2A
specifically in proliferating cells (cdc6, Id3 and cnnb2) and found
they were indeed preferentially bound by JMJD2A in proliferating
cells. We conclude that our ChIP-on-chip experiments identified
bona fide targets of JMJD2A and that the genes included in the
Venn diagram represent JMJD2A target genes preferentially
enriched in either growing myoblasts (GM), differentiated
myotubes (MT) or both (Figure 5A). Gene ontology analysis of
the 485 genes preferentially bound in myotubes indicated that they
are mainly involved in gene regulation and signaling (Figure 5B),
consistent with a role of JMJD2A in controlling cell fate. To
confirm that these genes are bound by DN-JMJD2A, we
performed ChIP experiments on chromatin from proliferating or
differentiated cells by using an antibody that recognizes only the
full-length isoform (a-Nter antibody; Figure S6). Specific enrich-
ment by using this antibody was too low to perform accurate
ChIP-on-chips experiments, and we analyzed by qPCR the
binding of FL-JMJD2A to promoters of the previously validated
genes. FL-JMJD2A bound specifically to all the genes we tested
except Hfe2, but not to the amylase promoter used as a negative
control (Figure 5D and Figure S5). There was no significant
difference in the signals from myoblasts and myotubes. These data
suggest that recruitment of DN-JMJD2A accounts, at least in part,
for the increase in total JMJD2A binding detected with the
antibody that recognizes both isoforms. We verified this conclusion
for the Tnnc1 promoter by knocking down JMJD2A with an
siRNA against both isoforms or an siRNA against only FL-
JMJD2A: the siRNA against both isoforms decreased JMJD2A
binding to the promoter, whereas the siRNA against FL-JMJD2A
only did not (Figure S7).
Previous transcriptional profiling studies of differentiating
C2C12 cells found that expression of the eight genes we validated
by qPCR is induced during differentiation [24,25].
To evaluate the impact of DN-JMJD2A binding on global gene
expression, we compared our genome-wide JMJD2A-binding data
with mRNA expression profiles of differentiating C2C12 cells
previously reported by Blais and collaborators (Figure 5E). The
fold change in transcripts levels in myotubes versus myoblasts was
assigned to the genes specifically bound by JMJD2A. We found
that the genes that were specifically bound by JMJD2A in
myotubes (a group enriched in genes targeted by DN-JMJD2A)
had increased mRNA levels during differentiation, compared to
the genes bound by JMJD2A in myoblasts only (GM) or in both
situations (GM/MT). These data show that a subset of JMJD2A-
binding genes are targeted by DN-JMJD2A in myotubes and this
correlates with their transcriptional activation, as previously
observed for Myog (see Figure 1 and Figure 4A). This suggests
that DN-JMJD2A functions as a transcriptional co-activator at
certain promoters.
DN-JMJD2A allows the removal of repressive chromatin
marks
To understand the mechanism by which DN-JMJD2A promotes
transcription, we first focused on the Myog promoter, which we
identified as a direct target of DN-JMJD2A (Figure 4). We
transfected differentiating C2C12 cells with siRNAs against both
JMJD2A isoforms or against FL-JMJD2A only and analyzed the
Myog promoter for various histone modifications: depletion of
JMJD2A resulted in increased H3K9me2 and H3K9me3 and
decreased H3 pan-acetylation (Figure 6A). Similar data were
obtained for H3K9me2 and H3K9me3 at the Tnnc1 promoter
(Figure S7), which is also bound specifically by DN-JMJD2A
(Figure S7). This indicates that DN-JMJD2A regulates histone
H3K9 methylation and histone H3 acetylation levels at some
muscle-specific promoters (such as the Myog promoter) during
muscle differentiation. The differentiation-linked increase in DN-
JMJD2A levels and the subsequent increase in promoter-bound
protein are probably responsible, at least in part, for changing the
chromatin at muscle-specific genes from a repressive to an
activating state during terminal differentiation, allowing transcrip-
tional activation of the genes.
To investigate directly whether DN-JMJD2A counteracts
silencing of muscle-specific promoters, we used a myogenic
conversion assay in which non-muscle cells are converted into
muscle cells by expression of the myogenic transcription factor
MyoD. During this process, the chromatin containing muscle
genes shifts from a silent to an active state. We transfected mouse
C3H10T1/2 fibroblasts with MyoD to induce muscle conversion
and used the a-Cter antibody against JMJD2A in ChIP assays to
test whether JMJD2A was recruited to the Myog promoter
(Figure 6B). We found JMJD2A bound to the Myog promoter
one day after passage into differentiation medium, and remained
at that same level one day later. (No binding was detected at the
amylase promoter, used as a negative control.) Thus, JMJD2A is
recruited to the Myog promoter during the process of myogenic
conversion. We next investigated whether DN-JMJD2A would
potentiate myogenic conversion. NIH3T3 cells were transfected
with an expression vector encoding MyoD either alone or in
combination with an expression vector producing the endogenous
small mRNA beginning at nucleotide +977 (JMJD2A-Nu977),
which can encode DN-JMJD2A (see Figure 2C). Twenty-four
hours after transfection, cells were shifted to differentiation
Figure 5. Genome-wide analysis of JMJD2A-associated promoters. (A) ChIP-on-chip analysis (as described in Text S1) of chromatin from
proliferating C2C12 cells (GM), or after 72 hours of differentiation (MT). ChIP assays were performed as in Figure 4 by using the anti-JMJD2A antibody
recognizing both isoforms (a-Cter antibody). Numbers of JMJD2A targets in proliferatng (GM) or differentiated (MT) cells are represented on the Venn
diagram. (B) Gene ontology analysis of genes bound specifically by JMJD2A in differentiating cells. (C) Validation by qPCR of selected genes identified
by ChIP-on-chip analysis. Results represent ChIP efficiency according to input. (D) MT-specific genes analysed in (C) were subjected to ChIP analysis
with chromatin prepared as in (A) by using the anti-JMJD2A antibody recognising FL-JMJD2A only (a-Nter antibody). Results represent ChIP efficiency
according to input. (E) Distribution of expression data from Blais et al., 2005 according to the binding of JMJD2A. Box plots illustrate the genes bound
specifically in differentiating cells (MT), in proliferative cells (GM) or in both conditions (GM/MT). The ratio of mRNA expression between myotubes
and myoblasts are plotted. The bottom and top of the box correspond to the 25% and 75% cut off respectively, the band is the median, the dash
represents the mean value of the group and whiskers correspond to the 5th and the 95th percentiles. Statistical analyses of observed differences are
indicated (p values, student T test).
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.g005
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medium for 24 h or 48 h and analyzed by immunofluorescence
microscopy for expression of MyoD, myogenin and myosin heavy
chain (MHC). As estimated by the percentage of MyoD-positive
cells that co-expressed myogenin or MHC, most cells converted to
muscle 48 h after passage into differentiation medium, irrespective
of the presence of JMJD2A-Nu977 mRNA expression vector
(Figure 6C). Myogenic conversion was significantly enhanced,
however, by JMJD2A-Nu977 mRNA overexpression at the 24 h
point, with a 2.5-fold increase in cells expressing myogenin
(p,0.02), and a 3-fold increase in cells expressing the late
differentiation marker myosin heavy chain (p,0.01) (Figure 6C).
To see if this pro-myogenic activity of JMJD2A-Nu977 mRNA
was isoform-specific, we performed similar assays by co-expressing
HA-tagged FL-JMJD2A or JMJD2A-M584 (which encodes a
protein very similar in size to DN-JMJD2A; see Figure 2) with
MyoD. In addition to MyoD, we stained cells either for myogenin
or for HA-JMJD2A and MHC (see Figure S8 for typical images).
We observed that 70–80% of cells stained for both MyoD and the
HA epitope (data not shown). Co-staining for MyoD and
myogenin was performed on cells that had been differentiating
for 12, 24 and 48 hours. Twelve hours after passage into
differentiation medium, the percentage of cells that were positive
for myogenin was much greater in the cells expressing JMJD2A-
M584 than in the cells transfected with MyoD alone, whereas
there was little difference between the cells expressing FL-JMJD2A
and the cells transfected with MyoD alone (Figure 6D). Similarly,
in cells expressing MyoD alone 24 h after the shift into
differentiation medium about 5% of MyoD-positive cells expressed
MHC. This percentage was unchanged in cells co-expressing HA-
FL-JMJD2A, but enhanced more than two-fold in cells co-
expressing JMJD2A-M584 (Figure 6E). We conclude that DN-
JMJD2A is a positive regulator of MyoD-induced differentiation
and functions by favoring the transition of muscle-specific
promoters from a repressed to an active state.
JMJD2A is reported to interact with another histone demethy-
lase JMJD2C [26]. To test whether DN-JMJD2A retains this
binding ability, we transfected U2-OS osteosarcoma cells with
expression vectors for HA-JMJD2C and either FL-JMJD2A or
JMJD2A-M584. We immunoprecipitated JMJD2C and found
both FL-JMJD2A and JMJD2A-M584 co-immunoprecipitated
(Figure 6F), indicating that JMJD2A-M584 retains the ability to
interact with JMJD2C. This suggests that DN-JMJD2A favors
H3K9 demethylation by physically interacting with the catalyti-
cally active JMJD2C-demethylase. Consistent with this, we found
that depletion of JMJD2C by using specific siRNAs (see Figure S9
for the characterization of JMJD2C siRNA) recapitulates the
effects of DN -JMJD2A inactivation on induction of the Myog and
Ckm genes (Figure 6G).
Discussion
We report here the existence of an isoform of JMJD2A (DN-
JMJD2A) that is expressed during skeletal muscle differentiation
and is required for this process. Moreover, we identify the Myog
promoter as a specific target of this isoform and demonstrate that
it mediates demethylation of histone H3 at residue K9 at this
promoter. Our findings suggest a model in which expression of
DN-JMJD2A and its consequent binding to the Myog promoter
mediates derepression of the Myog gene, a key event during the
terminal differentiation of skeletal muscle, by promoting demeth-
ylation of the promoter.
A small isoform of JMJD2A is upregulated during muscle
differentiation
This new isoform of the JMJD2A demethylase we identify here
lacks the N-terminal part of the full-length protein, which contains
the demethylase domain. We show that in C2C12 cells, it is
produced from a mRNA that initiates at exon 8. We found no
description in several databases (Genbank, UCSC) of alternative
splicing of the JMJD2A gene that might give rise to the DN-
JMJDA variant, suggesting that an internal promoter might give
rise to the shorter mRNA, which may be regulated in a
differentiation-dependent manner. Moreover, initiation through
an internal promoter would be consistent with the description of a
short RNA in the GENBANK database. Note however that the 59
end we identified by 59RACE (nucleotide 977 of the full-length
sequence) is upstream of that described in the GENBANK
database for the short RNA. Our data from using exon-specific
siRNA to knock-down JMJD2A are consistent with the interpre-
tation that nucleotide 977 constitutes the transcription start site:
only siRNAs targeting exons downstream of exon 9 decreased
both JMJD2A-FL and DN-JMJD2A expression and inhibited
differentiation.
Endogenous DN-JMJD2A protein is certainly very similar
(although perhaps not strictly identical) to JMJD2A initiating at
Met584 (JMJD2A-M584), since the two proteins migrate at very
similar molecular weights on SDS-PAGE and behave similarly in
enhancing MyoD-induced muscle differentiation of non-muscle
Figure 6. DN-JMJD2A enables the removal of a repressive chromatin state. (A) C2C12 myoblasts were transfected with an siRNA targeting
both isoforms of JMJD2A (e10), a siRNA targeting the full-length only (e3-2) or a control siRNA (ctl). Twenty-four hours later, cells were placed in
differentiation medium for one day. Chromatin was prepared and subjected to ChIP using an anti-H3K9me2 antibody (left), anti-H3K9me3 antibodies
(middle) or an anti-H3panAc antibody (right). Myog promoter DNA was quantified by qPCR. Results represent ChIP efficiency according to input. (B)
C3H10T1/2 cells were transfected with 1 mg of pEMSV-MyoD or empty pEMSV as a control. Twenty-four hours later, they were placed in
differentiation medium for 48 hours. Myog and Amy2 promoters in the ChIPs with anti-JMJD2A antibody (a-Cter antibody, +) or no antibody (2) were
quantified by qPCR. Results represent ChIP efficiency according to input. (C) NIH3T3 cells were transfected with plasmids encoding MyoD (pEMSV-
MyoD) and JMJD2A-Nu977 (pCDNA3-JMJD2A-Nu977). After 24 and 48 hours of differentiation, expression of MyoD, myogenin and myosin heavy
chain (MHC) was analysed by immunofluorescence microscopy. The data represent the percentage of MyoD-expressing cells that were also positive
for myogenin (left) or MHC (right). The number of cells counted in each condition is indicated above the histograms. (D) NIH3T3 cells were
transfected with plasmids encoding MyoD (pEMSV-MyoD, 0.5 mg), and 0.3 mg of FL-JMJD2A-HA (full-length), JMJD2A-M584-HA (N-terminal deletion
mutant) or empty vector, as indicated, and then incubated in differentiation medium for 12, 24 or 48 hours. Expression of MyoD, HA and myogenin
was analysed by immunofluorescence microscopy. Quantification represents the percentage of MyoD-expressing cells that were also positive for
myogenin. The number of cells counted for each condition is indicated above the histograms. (E) As in (D), except that cells were transferred to
differentiation medium for 24 hours before being stained for MyoD, HA and MHC. (F) U2OS cells were transfected with the indicated expression
vectors. Fourty-eight hours after transfection, total protein extracts were prepared and immunoprecipitated with an anti-HA antibody. Inputs and
immunoprecipitates were western blotted with antibodies against HA or JMJD2A. (G) C2C12 cells were transfected with an siRNA targeted against
JMJD2C (C) or a control siRNA (ctl), and kept in growth medium (0 h) or transferred to differentiation medium for 24 or 48 hours. Myog and Ckm
mRNA expression were quantified by RT-qPCR, standardized according to gapdh mRNA levels, and calculated relative to 1 in proliferating cells
transfected by the control siRNA.
doi:10.1371/journal.pgen.1001390.g006
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cells. An important question is how DN-JMJD2A protein is
produced from the Nu977 mRNA. When overexpressed in C2C12
cells, JMJD2A-Nu977 mRNA (but not the full-length construct) is
translated from three distinct initiator codons encoding methio-
nine residues 317, 427 and 584. This probably reflects the so-
called ‘leaky scanning of ribosomes’ mechanism described recently
by Calkhoven and collaborators [27]. This mechanism is
controlled by specific signal transduction pathways and results in
an accurate ratio of CEBP isoforms critical for cell fate control
[27]. Although the intermediate forms of JMJD2A are observed
only upon overexpression of the JMJD2A-Nu977 mRNA, a ‘leaky
scanning of ribosomes’ mechanism might participate in the
production of the DN-JMJD2A isoform. Alternate but not
mutually exclusive explanations could be that DN-JMJD2A is
produced through an ‘IRES’-type mechanism requiring a special
structure adopted by the 59 end of the nu977 mRNA, or by limited
proteolysis of a larger protein. In agreement with this latter
hypothesis, there is no initiator codon that would give rise to a
protein with precisely the molecular weight of DN-JMJD2A.
Whatever the mechanism, it is regulated in a differentiation-
dependent manner, since the expression of DN-JMJD2A increases
with differentiation although expression of JMJD2A-Nu977
mRNA does not, and overexpression of JMJD2A-Nu977 produces
much more DN-JMJD2A in differentiating cells than in prolifer-
ating cells.
DN-JMJD2A is essential for differentiation and acts as an
activator
We show that the Myog promoter is a direct target of DN-
JMJD2A. Recruitment of DN-JMJD2A correlates with Myog
transcriptional activation at the onset of differentiation, suggesting
that its acts as a transcriptional activator. Our evidence that
inactivation of DN-JMJD2A by specific siRNAs affects the
induction of Myog transcription during muscle differentiation
supports this conclusion, as does the significant association
between myotube-specific targets, identified by our ChIP-on-chip
approach, and genes induced during differentiation [24,25]. FL-
JMJD2A has been described previously as a co-repressor of both
ASCL2- [12] and E2F-targeted genes [13], in association with N-
CoR and Rb respectively, suggesting that DN-JMJD2A may have
a dominant negative effect on FL-JMJD2A. This is unlikely
because siRNA knockdown of FL-JMJD2A does not noticeably
affect the differentiation process or myogenin expression. These
observations suggest that DN-JMJD2A might function indepen-
dently of FL-JMJD2A by recruiting specific partners. One might
imagine, for example, that FL-JMJD2A folds in such a way that
binding sites for partner proteins in the C-terminal part of the
protein are masked by the N-terminal sequences, a masking that
would not occur for the DN-JMJD2A isoform.
Role of DN-JMJD2A on the Myog promoter
The requirement of DN-JMJD2A for differentiation may be
explained by its role on myogenin expression. Myogenin is a key
effector of muscle differentiation and is required for late
differentiation events [16]. We show that DN-JMJD2A directly
regulates the Myog gene, being recruited to its promoter
concomitantly with transcriptional activation in both C2C12 cells
and MyoD-converted fibroblasts. Although this latter finding
suggests that MyoD might target DN-JMJD2A to the Myog
promoter, we found no interaction between DN-JMJD2A and
MyoD. Moreover, the fact that genes identified in our ChIP-on-
chip analysis are not enriched in MyoD-targeted genes argues
against a role for MyoD in this process [16]. DN-JMJD2A contains
a Tudor domain in its C-terminal part [28] that might recruit the
protein to its target genes by interacting with methylated H3K4, a
modification enriched in the promoter region of active genes,
including Myog [20]. H3K4 methylation, being generally associ-
ated with RNA Polymerase II-dependent gene activation [29],
other mechanisms must be involved in recruiting DN-JMJD2A
specifically to its target promoters. The mechanisms controlling
recruitment of DN-JMJD2A to the Myog promoter are likely
critical for myoblasts to undergo terminal differentiation and
deserve further analysis to understand how JMJD2A discriminates
between its target genes. As we found that MEF2A or MEF2C
expression is required for DN-JMJD2A recruitment to the Myog
promoter, MEF2 may be part of this process.
Although the molecular mechanisms by which DN-JMJD2A
activates gene expression are still unclear, we have shown that its
recruitment to the Myog promoter is required for demethylating
H3K9, an event previously shown to correlate with Myog
activation. H3K9 methylation at the Myog promoter is catalysed
by Suv39h1/KMT1A associated with MyoD [23]. This process is
positively regulated by the protein kinase p38-c that favors the
association of KMT1A with MyoD by phosphorylating MyoD at
Ser199/200. As a result, levels of methylated H3K9 at the Myog
promoter increase and both muscle differentiation and MyoD-
induced myogenic conversion of fibroblasts are impaired [22].
Thus, methylation of H3K9 is a central to Myog gene repression in
myoblasts. It impedes premature entry into the differentiation
process and allows expansion of undifferentiated cells, a process
that has to be tightly controlled during both muscle development
and regeneration. We show that demethylation of H3K9 at the
myoblast-to-myotube transition depends on DN-JMJD2A since
neither accurate Myog induction nor H3K9 demethylation was
observed in DN-JMJD2A depleted cells.
Because DN-JMJD2A lacks a demethylase domain, it must
recruit another H3K9-specific demethylase. Our findings, together
with previously published data, indicate that this demethylase
might be JMJD2C: DN-JMJD2A physically interacts with
JMJD2C and depletion of JMJD2C recapitulates the effects of
DN-JMJD2A depletion. H3K9me3 is the preferred substrate of
JMJD2C [3,7], although we show here that DN-JMJD2A is
important for demethylation of both H3K9me3 and H3K9me2.
When recruited to the Myog promoter, JMJD2C might also
demethylate H3K9me2, as it does when it is overexpressed [3,26].
Alternatively, another K9me2-specific demethylase, such as LSD1,
might be involved. LSD1 was recently found to target the Myog
promoter [30].
Another important epigenetic regulator of muscle differentia-
tion, MITR/HDRP also lacks a catalytic domain; it comprises the
non-catalytic N-terminal region of HDAC9 and is generated by
alternative splicing [31]. MITR is highly expressed in skeletal
muscle [32]; it is involved in repressing MEF2-dependent genes
through histone deacetylation of their promoters by recruiting
other deacetylases [33]. This example illustrates the importance of
variants of chromatin modifying enzymes and, in particular, of
isoforms that are deficient in enzymatic activity. Strikingly,
isoforms of many other epigenetic regulators have been identified
or are suspected to exist. Of note, the LSD1 gene was recently
shown to produce four alternatively spliced isoforms, some of
which are specifically expressed in neurons and play roles in
neurite morphogenesis [34]. A study by Lois and collaborators
[35] indicates that 49% of chromatin modifiers have alternative
spliced variants and that in more than 59% of cases, splicing
affects either the catalytic domain or the interaction domain. The
importance of isoforms of chromatin modifying enzymes may be
explained by the existence of multimolecular complexes contain-
ing many chromatin modifying activities: by incorporating
JMJD2A in Muscle Differentiation
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catalytically active or defective isoforms of a given enzyme, these
complexes may specify distinct histone codes at their target sites,
leading to different transcriptional outcomes.
Materials and Methods
Cell culture
The C2C12 skeletal myoblast cell line was cultured under
standard conditions in DMEM-F12 supplemented with 15% FCS
(Gibco). C3H10T1/2 were maintained in MEM supplemented
with 15% FCS. NIH3T3 and U2-OS cells were grown in DMEM
supplemented with 10% FCS (Gibco). To induce differentiation,
cells were placed in differentiation medium (DMEM supplement-
ed with 1.5% horse serum (Invitrogen)). Human skeletal muscle
satellite cells were a gift from Gilles Carnac (Montpellier, France)
and were cultured as previously described [36].
JMJD2A constructs, transfection, and electroporation
Details of the construction of FL-JMJD2A and N-terminal
deletion mutants will be provided upon request. Cells were grown
in six-wells plates and transfected by using Reagent+/Lipofecta-
mine (Invitrogen) according to the manufacturer’s instructions.
One microgram of mixed plasmids was used for each transfection.
In control experiments, 60–70% of NIH3T3 cells and 40–50% of
C3H10T1/2 cells transfected with pEGFPN1 (Clontech) ex-
pressed GFP. For siRNA transfection, 46106 C2C12 myoblasts
were electroporated with double-stranded siRNA (purchased from
Eurogentec or Dharmacon and described in Text S1) at a final
concentration of 8 mM by using an eletroporation device (Amaxa
AG, Cologne, Germany) according to the manufacturer’s
instructions. Differentiated cells were transfected by using
oligofectamine (Invitrogen).
Western blotting
Cells were lysed for western blotting by incubating them with
Laemmli sample buffer (63 mM Tris pH 6.8, 8% glycerol, 2.5%
SDS, bromophenol blue, 5% ß-mercaptoethanol) for 5 min at
85uC to denature proteins. Western blots were performed using
standard procedures and antibodies were used at the following
concentrations: rabbit polyclonal anti-Cter JMJD2A 0.4 mg/mL
(A300861A, BethylLab), rabbit polyclonal anti-Nter JMJD2A
0.1 mg/mL (HPA007610, Sigma), mouse monoclonal anti-myo-
genin 0.4 mg/mL (F5D, Santa-Cruz), mouse monoclonal anti-a-
tubulin 0.1 mg/mL (T6199, Sigma), mouse monoclonal anti-MHC
0.1 mg/mL (05–716, Upstate), mouse monoclonal anti-HA diluted
1/1000 (HA11 Babco, Covance). Peroxidase-conjugated second-
ary antibodies were purchased from Amersham.
Immunofluorescence microscopy
Cells were fixed by adding formaldehyde to a final concentra-
tion of 3.7% in PBS and permeabilized in PBS containing 0.5%
Triton X100. The fixed and permeabilized cells were incubated at
4uC overnight with primary antibodies at the following concen-
trations: rabbit polyclonal anti-Nter JMJD2A 0.1 mg/mL
(HPA007610, Sigma), mouse monoclonal anti-myogenin 0.5 mg/
mL (F5D, Santa-Cruz), rabbit polyclonal anti-MyoD 0.5 mg/mL
(C-20, Santa-Cruz), mouse monoclonal anti-HA 1/1000e (HA11,
Covance), mouse monoclonal anti-myosin heavy chain 0.2 mg/mL
(05–716, Upstate). Fluorochrome-conjugated secondary antibodies
were purchased from Invitrogen. Observations were carried out
with a fluorescence microscope (DM; Leica, Wetlar, Germany)
equipped with a cooled charge-coupled device camera, and images
were acquired using the MetaVue imaging system (Universal
Imaging Corp., West Chester, PA).
Co-immunoprecipitation experiments
Plasmids encoding untagged forms of FL-JMJD2A or JMJD2A-
M584 either alone or together with a HA-tagged form of JMJD2C
(kindly provided by K. Helin, BRIC Copenhagen) were
introduced into U2OS cells by using an electroporation device
(Amaxa AG) according to the manufacturer’s instruction at a ratio
of 2 mg of plasmid for 106 cells. Fourty-eight hours after
transfection, cells were lysed in IP buffer (10 mM Tris pH 8,
0.4% NP40, 300 mM NaCl, 10% glycerol, 1 mM DTT, anti-
protease (Roche), anti-phosphatase (Sigma) inhibitors). Lysates
were diluted using one volume of dilution buffer (10 mM Tris
pH 8, 0.4% NP40, 5 mM CaCl2, 2 U/mL RQ1 DNAse
(Promega)) and then incubated with anti-HA antibodies coupled
to agarose beads (Sigma) overnight at 4uC. Beads were washed
four times with IP buffer, eluted with Laemmli sample buffer
without ß-mercaptoethanol and analyzed by western blotting.
Total RNA extraction and reverse transcription
Total RNA was extracted from cells by using the RNeasy mini
kit (Qiagen). Five hundred nanograms of RNA were reverse-
transcribed for 50 min at 42uC in a 20 mL reaction volume
containing 0.5 mM dNTPs, 0.5 mg of random primers, 10 mM
DTT, 1X AMV RT buffer, 40 U of RNasin and 10 U of AMV
Reverse Transcriptase (Promega). Samples were incubated for
15 min at 70uC to stop the reaction. Samples were analyzed by
qPCR by using the primers described in Text S1 on a CFX96 real-
time system device (Biorad) using the platinium SYBR Green
qPCR SuperMix (Invitrogen). For quantification of JMJD2A
isoforms, RT-qPCR was performed by including a dilution curve
of JMJD2A plasmid from 1 pg to 0.1 fg corresponding to 110000
to 11 JMJD2A mRNA molecules, allowing us to estimate the exact
number of molecules per mg of total mRNA isolated either from
myoblasts or myotubes.
Expression array analysis
100 ng of total RNA for each condition was subjected to
cleanup, reverse transcription, amplification and labelling accord-
ing to the manufacturer’s instructions (GeneChip whole transcript
sense target labelling assay, Affymetrix). Raw data were processed
using Genespring GX 10.0 analysis software (Agilent technologies
Inc, Santa Clara, CA). Briefly, after normalization using the RMA
algorithm, a t-test statistical analysis was carried out to select genes
whose expression changed significantly compared to control (p-
value ,=0.05) in three independent experiments. Genes were
considered as regulated by JMJD2A when the average fold change
relative to control was higher than 1.5. Clustering was performed
according to gene ontology by using DAVID Bioinformatics
Resources 6.7 (http://david.abcc.ncifcrf.gov) and manual cura-
tion.
59RACE
59RACE experiments were carried out on 10 mg of total mRNA
extracted from differentiated cells, following the manufacturer
instructions (First choice RLM-RACE kit, Ambion). Briefly, after
decapping and 59 dephosphorylation, an adaptor was ligated at the
59 end of the mRNA and reverse transcription was performed
using primers that hybridised with sequences in exon 11 of
JMJD2A (59-CAGACGCAGGATTCACAGAA-39). 59ends were
then amplified by two rounds of PCR with primers that hybridised
with sequences in the adaptor and in exon 9 of JMJD2A (round 1:
59-AGAGCTCGCTCTGACTGACC-39, round 2: 59-TGGGC-
AGAGTGTGGTCAATA-39). PCR products were cloned by
using the pGEM-T Easy Vector kit (Promega) and sequenced.
JMJD2A in Muscle Differentiation
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Chromatin immunoprecipitation
Chromatin immunoprecipitation assays (ChIP) were performed
as previously described [37]. For JMJD2A ChIP, 100 mg and
300 mg of chromatin were immunoprecipitated with antibodies
directed against the C-terminal region (A300861A, BethylLab,
1 mg/mL) or N-terminal region (HPA007610, Sigma, 1 mg/mL) of
JMJD2A respectively. Ten micrograms and 5 mg of chromatin
were used in ChIP experiments with antibodies against
H3K9me2/H3K9me3 (Ab1220-100 Abcam 1 mg/mL, 07–462
Upstate 1 mg/mL) and H3-pan-acetyl (6599 Upstate 1 mg/mL),
respectively. Samples were analyzed by qPCR by using the
oligonucleotides described in Text S1.
ChIP-on-chip analysis
ChIP-on-chip analyses were performed by NimbleGen on a
mouse promoter array (MM8_RefSeq_promoter and MM8_
Deluxe_Promoter_HX1; NimbleGen, Roche). The description of
this analysis is given in Text S1. Bound genes were clustered
according to gene ontology by using DAVID Bioinformatics
Resources 6.7 (http://david.abcc.ncifcrf.gov) and manual curation.
Supporting Information
Figure S1 Sequences alignment. Sequences of the full-length
mouse JMJD2A mRNA (NM_001161823.1) and a shorter isoform
(AK136085.1) were obtained from GENBANK and align to those
of DN1-JMJD2A and DN2-JMJD2A 59-ends described in our
study, using the multalin software (http//multalin.toulouse.
inra.fr/multalin ; Multiple sequence alignment with hierarchical
clustering" F. CORPET, 1988, Nucl. Acids Res., 16 (22),10881-
10890).
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s001 (0.11 MB PDF)
Figure S2 Knock-down of JMJD2A does not decrease JMJD2B
or JMJD2C. C2C12 cells were transfected with the indicated
siRNAs. mRNA were extracted, reverse transcribed and the
amounts of JMJD2A, JMJD2B and JMJD2C cDNAs were
quantified by qPCR and standardized relative to gapdh.
Representative experiments are shown.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s002 (0.02 MB PDF)
Figure S3 Activation of the Myog promoter is not associated
with a detectable decrease in nucleosome occupancy. C2C12 cells
were induced to differentiate for 72 hours and subjected to a
ChIP experiment using 2 different anti-histone H3 antibodies, or
no antibody as indicated. The amount of Myog promoter in the
ChIPs was quantified by qPCR. A representative experiment is
shown.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s003 (0.03 MB PDF)
Figure S4 FL-JMJD2A is recruited to the Tpm2 promoter.
C2C12 cells were transfected with siRNAs targeting full-length
JMJD2A only (sie3-2) or control siRNA (sictl). 24 h later, cells
were shifted to differentiation medium for one day. Chromatin
was prepared and subjected to a ChIP using anti-CTerJMJD2A
antibody (ChIP-Ab, +), or no antibody (2). The Tpm2 promoter
was quantified by qPCR.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s004 (0.03 MB PDF)
Figure S5 Validation of JMJD2A targets identified by ChIP-on-
chips. Hfe2, Cdkn1a, Zfp238, Ttn and Fyn genes were selected from
the list of target genes identified as specifically bound in myotubes
by ChIP-on-chips to be further analyzed by a classical ChIP
approach using antibodies directed against either the carboxy-
terminal end (a-CterJMJD2A, panel A) or N-terminal part (a-
NterJMJD2A, panel B) of JMJD2A. ChIP were performed with
chromatin from either growing (GM) or differentiated C2C12 cells
(MT).
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s005 (0.09 MB PDF)
Figure S6 Characterisation of the antibody directed against the
N-terminal part of JMJD2A. Antibodies recognizing both isoforms
of JMJD2A (a-Cter antibody) or the full-length protein only (a-Nter
antibody) were tested by western blot on extracts from C2C12 cells
over-expressing JMJD2A full length (FL-JMJD2A) or a Nterminal
deletion mutant (JMJD2A-M427). The a-Nter antibody was tested
by immunofluorescence in cells transfected by a siRNA targeting
exon 10 of JMJD2A (sie10) or a control siRNA (ctl).
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s006 (0.31 MB PDF)
Figure S7 DN-JMJD2A targets the Tnnc1 promoter. A) C2C12
cells were transfected with siRNA targeting either exon 9 or exon
3-2, induced to differentiate and subjected to a ChIP experiment
using a-CTerJMJD2A antibody. The amounts of Tnnc1 promoter
in the ChIP were quantified by qPCR. A representative
experiment is shown. The ChIP signal is decreased by the siRNA
targeting both isoforms (sie9) but not by the siRNA targeting the
full-length only (sie3-2), indicating that the Tnnc1 promoter is
mainly bound by DN-JMJD2A. B) Same as in A, except that ChIP
was performed using anti H3K9me2 (left) or anti H3K9me3 (right)
antibody.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s007 (0.03 MB PDF)
Figure S8 Typical images of MyoD-converted cells. A) NIH3T3
cells were transfected with MyoD alone or together with plasmids
encoding FL-JMJD2A or JMJD2A-M584. Following 24 h in
differentiation medium, cells were stained for MyoD in red and for
both MHC and the HA epitope in green. MHC is cytoplasmic
whereas HA tagged JMJD2A proteins are nuclear, allowing to
discriminate between the two signals. Arrows indicate cells
expressing both MHC and MyoD, and (*) cells that express both
MyoD, MHC and HA. Note that one cell is stained for both MHC
and HA, but does not show detectable levels of MyoD.
Bar = 10 mm. B) Cells were treated as in A except they were kept
in differentiation medium for 12 h and stained for MyoD in red
and myogenin in green. Arrows indicate cells that express both
MyoD and myogenin. Bar = 10 mm.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s008 (2.78 MB PDF)
Figure S9 Characterisation of the siRNA targeting JMJD2C.
C2C12 cells were transfected with a siRNA targeting JMJD2C (C)
or a control siRNA (ctl). mRNAs were extracted, reverse-
transcribed and the amounts of Jmjd2c and Jmjd2a were quantified
by qPCR and calculated relative to gapdh. A representative
experiment is shown.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s009 (0.03 MB PDF)
Figure S10 MEF2A-C expression is required for JMJD2A
recruitment to the myogenin promoter. C2C12 cells were
transfected with a siRNA targeting MEF2A and MEF2C or a
control (ctl) siRNA. Cells were then induced to differentiate and
subjected to a ChIP using the anti-CTerJMJD2A antibody. The
amount of Myog (left) or Tpm2 (right) promoters in the ChIP were
quantified by qPCR. A representative experiment is shown.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s010 (0.03 MB PDF)
Table S1 List of genes significantly affected by the JMJD2A
siRNAs.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s011 (0.03 MB
XLS)
Table S2 JMJD2A ChIP-chips analysis. Here is shown the lists
of genes bound by JMJD2A in proliferative conditions only (GM),
in differentiating conditions only (MT) or in both conditions
JMJD2A in Muscle Differentiation
PLoS Genetics | www.plosgenetics.org 15 June 2011 | Volume 7 | Issue 6 | e1001390
 
(commons (GM-MT)). Also shown is a Gene Ontology analysis of
genes bound in differentiating conditions only (GO analysis).
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s012 (0.31 MB
XLS)
Text S1 Supplementary Materials and Methods.
Found at: doi:10.1371/journal.pgen.1001390.s013 (0.05 MB
DOC)
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4 Conclusions    La première partie de mon  travail  a  abouti  tout d’abord  à  l’identification d’une nouvelle  isoforme de JMJD2A : ΔN‐JMJD2A, dont  l’expression est  induite au cours de  la différenciation musculaire. Dans  ce  contexte, ΔN‐JMJD2A  joue un  rôle de  co‐activateur transcriptionnel nécessaire à l’induction de l’expression des gènes spécifiques du muscle et au bon déroulement du processus de différenciation. L’étude mécanistique du rôle de ΔN‐JMJD2A m’a permis de proposer un modèle pour la régulation de la transcription des gènes musculaires, notamment la myogénine, au cours de la différenciation (figure 26). Dans  les  myoblastes,  cellules  prolifératives,  l’enzyme  Suv39h1  recrutée  par  MyoD permet  la mise en place de  la marque H3K9me2/3 sur  le promoteur de  la myogénine, qui se trouve dans un état réprimé. A la transition myoblaste/myotube, ΔN‐JMJD2A est recrutée  sur  le promoteur de  la myogénine  (potentiellement par  l’intermédiaire d’une interaction  avec  MEF2),  et  va  permettre  la  déméthylation  de  H3K9.  ΔN‐JMJD2A  ne possédant  pas  d’activité  catalytique,  cet  effet  passe  certainement  par  le  recrutement d’une  (ou  plusieurs)  autre(s)  histone  déméthylase(s).  Le  promoteur  de  la myogénine passe alors à un état activé caractérisé par un faible taux de H3K9me2/3 et l’acétylation globale des histones. Le gène est alors exprimé, permettant ainsi  l’avancée des cellules dans le processus de différenciation musculaire. 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Partie II : JMJD2A et contrôle du cycle cellulaire  
1 Introduction   La  progression  des  cellules  dans  les  différentes  phases  du  cycle  cellulaire  est finement régulée à différentes étapes ou points de contrôle. Les facteurs de transcription de la famille E2F contrôlent l’expression des gènes du cycle cellulaire importants pour la transition G1/S (comme cdc6, dhfr ou la cycline E), en se liant à une séquence consensus présente  sur  leurs  promoteurs.  Dans  les  cellules  quiescentes,  les  gènes  cibles  de  E2F sont  réprimés par  l’action de  complexes E2F‐Rb qui  recrutent  sur  les promoteurs des enzymes de modification de la chromatine instaurant un environnement réfractaire à la transcription  (Blais  and  Dynlacht  2007).  Ainsi,  le  recrutement  de  l’histone méthyltransférase Suv39h1 et de HDACs met en place une hyperméthylation de H3K9 et une hypoacétylation des histones (Vandel et al. 2001; Nicolas et al. 2003; Ait‐Si‐Ali et al. 2004).  A  la  transition  G1/S,  la  phosphorylation  de  Rb  par  l’activité  des  cdk/cycline induit  la dissociation des complexes E2F‐Rb. Les protéines E2F vont alors recruter des co‐activateurs  comme  la  méthyltransférase  MLL1  (et  MLL2)  et  des  HAT,  ayant  pour conséquence  la méthylation de H3K4 et  l’hyperacétylation des histones  au niveau des promoteurs des gènes cibles de E2F qui sont alors transcrits (Blais and Dynlacht 2007). Les gènes cibles de E2F passent donc d’un état réprimé caractérisé par la méthylation de H3K9  à  un  état  activé  associé  à  la  déméthylation  de  ce  résidu  sur  leur  promoteur. Toutefois,  le  degrés  de  méthylation  de  H3K9  apparaît  avoir  une  importance  cruciale pour  la  régulation  fine de  la  répression des gènes cibles de E2F. En effet,  ces derniers peuvent être réprimés de façon transitoire au cours d’un cycle cellulaire normal ou dans des cellules en quiescence réversible. Ils peuvent également être réprimé de façon stable dans des cellules qui sont dans un état de quiescence irréversible. C’est le cas pour des cellules  pleinement  différenciées  qui  ne  peuvent  pas  se  remettre  à  proliférer  sous l’action  de  facteurs  mitogènes,  ou  encore  des  cellules  sénescentes.  La  répression réversible des gènes cibles de E2F est plutôt associée à la diméthylation de H3K9 sur les promoteurs, tandis que la présence d’un haut niveau de triméthylation de H3K9 semble être la caractéristique des gènes réprimés de façon irréversible (Narita et al. 2003; Ait‐Si‐Ali et al. 2004; Vandromme et al. 2008). La différenciation musculaire est un modèle 
Figure 27: Recrutement de JMJD2A sur le promoteur des gènes cibles de E2F dans les 
C2C12. 
Une ChIP a été réalisée à l’aide d’un anticorps reconnaissant la partie C-terminale de 
JMJD2A dans des cellules C2C12 avant (P) ou après 72h d’induction de la différenciation par 
abaissement de la quantité en sérum (MT). Les résultats sont représentés en pourcentage 
de séquences immunoprécipitées par rapport à l’input de départ. Un contrôle sans anticorps 
est inclus. Les amorces utilisées amplifient les séquences du promoteur de cdc6 ou en 
dehors du gène (cdc6 3’, contrôle négatif). Expérience représentative, réalisé 3 fois. 
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d’étude de choix pour étudier  la  répression  réversible et  irréversible de ces gènes. En effet,  après  induction  de  la  différenciation,  les  cellules  forment  deux  populations distinctes : les myotubes sortis du cycle de façon irréversible, et les cellules quiescentes qui  peuvent  se  remettre  à  proliférer  après  l’application  de  signaux  mitogènes.  La séparation aisée de  ces deux populations  cellulaires dans  la  lignée C2C12 a permis de démontrer  l’enrichissement préférentiel de H3K9me3 sur  les promoteurs  réprimés de façon  stable  dans  les myotubes  (Vandromme  et  al.  2008)  en  accord  avec  des  travaux précédemment publiés (Ait‐Si‐Ali et al. 2004). Dans  les cellules cyclantes également,  la répression des  gènes  cibles de E2F  s’accompagne de  la méthylation de H3K9  sur  leur promoteur, mais il s’agit dans ce cas de H3K9me2 (Nicolas et al. 2003). Si  la  mise  en  place  de  la  méthylation  de  H3K9  sur  les  promoteurs  pour  la répression  des  gènes  cibles  de  E2F  est  bien  caractérisée  et  fait  intervenir  la méthyltransférase  Suv39H1,  le  mécanisme  de  déméthylation  de  ce  résidu  associé  à l’activation  transcriptionnelle est encore  inconnu. Dans ce cadre,  je me suis  intéressée au  rôle  de  JMJD2A,  qui  déméthyle  spécifiquement H3K9me2/3,  dans  le  contrôle  de  la transcription des gènes cibles de E2F.  
2 Résultats expérimentaux (étude préliminaire)   En  accord  avec  l’hypothèse d’un  rôle direct  de  JMJD2A dans  la  régulation de  la transcription des gènes  cibles de E2F,  j’ai  tout d’abord  cherché à  savoir  si  JMJD2A est présente sur leur promoteur. La liaison de JMJD2A sur le promoteur de Cdc6, gène cible de  E2F,  a  été  analysée  en  ChIP‐qPCR  dans  les  cellules  C2C12  prolifératives  et différenciées.  Le  résultat  présenté  en  figure  27  montre  que  JMJD2A  est préférentiellement lié au promoteur de Cdc6 dans les myoblastes prolifératifs où le gène est  exprimé  en  comparaison  avec  les  myotubes  où  le  gène  est  réprimé.  Le  signal correspondant au recrutement de JMJD2A n’est pas observé dans la région 3’ du gène de Cdc6 utilisée comme contrôle négatif. Dans le cas de cdc6, le profil de liaison de JMJD2A sur  le promoteur corrèle donc avec  la déméthylation de H3K9 et  l’expression du gène. Afin  d’analyser  plus  finement  la  relation  entre  la  liaison  de  JMJD2A  et  l’activation transcriptionnelle  des  gènes  cibles  de  E2F,  nous  avons  ensuite  étudié  par  ChIP  le recrutement  de  JMJD2A  sur  les  promoteurs  de  Cdc6  et  de  Dhfr    au  cours  du  cycle cellulaire dans des cellules fibroblastiques synchronisées (NIH3T3, figure 28A). JMJD2A, 
Figure 28: Recrutement de JMJD2A sur le promoteur des gènes cibles de E2F. 
A. Une ChIP a été réalisée à l’aide d’un anticorps reconnaissant la partie C-terminale de 
JMJD2A dans des cellules NIH3T3 synchronisées par privation en sérum puis récoltées 0h, 
12h et 15h après relance dans le cycle par ajout de sérum. Les résultats sont représentés en 
pourcentage de séquences immunoprécipitées par rapport à l’input de départ. Un contrôle 
sans anticorps est inclus. La position des amorces utilisées pour amplifier les séquences du 
promoteur de dhfr et de cdc6 sont représentés au dessus des graphes. Promoteur de P0: 
contrôle négatif. Expérience représentative, réalisé 3 fois. B. Analyse en FACS après 
marquage au iodure de propidium du contenu en ADN des cellules utilisées pour la ChIP 
présentée en B.  
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faiblement lié dans les cellules arrêtées en G0 par privation en sérum, est recrutée sur les deux promoteurs au cours de l’avancée dans le cycle après stimulation au sérum. Le maximum  de  liaison  est  observé  12h  après  l’ajout  de  sérum,  soit  jsute  avant  que  les cellules soient majoritairement en phase S (13h après l’ajout du sérum), comme l’atteste l’analyse  en  cytométrie  de  flux  après marquage  à  l’iodure  de  propidium  (figure  28B). JMJD2A  est  donc  préférentiellement  liée  sur  ces  deux  promoteurs  cibles  de  E2F  à l’entrée en phase S, en corrélation avec  l’expression des gènes. De même que dans  les C2C12,  le  maximum  de  recrutement  de  JMJD2A  sur  les  gènes  cibles  de  E2F  dans  les fibroblastes  NIH3T3  corrèle  à  leur  activation.  Ces  résultats  suggèrent  un  rôle  de  co‐activateur  transcriptionnel  de  JMJD2A  dans  la  régulation  des  gènes  cibles  de  E2F. Cependant, les expériences ayant été réalisées à l’aide d’un anticorps reconnaissant les deux  isoformes de  JMJD2A,  il  faudra réitérer ces ChIP avec un anticorps reconnaissant seulement  la  forme  pleine  taille  de  JMJD2A  (épitope  en  N‐terminal)  ou  après transfection  des  cellules  par  les  siRNA  ciblant  une  seule  ou  les  deux  isoformes  pour déterminer laquelle est effectivement recrutée sur les gènes cibles de E2F.  En parallèle, j’ai analysé le profil d’expression des deux isoformes de JMJD2A au cours  du  cycle  cellulaire  en  Western  blot  dans  des  cellules  humaines  T98G  non transformées  (figure  29A).  L’expression  de  FL‐JMJD2A  au  niveau  protéique  semble stable.  Cependant,  j’ai  pu  observer  une  augmentation  de  l’expression  de  la  petite isoforme de  JMJD2A dès 6h après  la  relance des  cellules dans  le  cycle par addition de sérum,  soit  avant  l’entrée  des  cellules  en  phase  S.  Ce  résultat  est  retrouvé  dans  les cellules murines NIH3T3, où  l’expression de  la petite  isoforme de  JMJD2A augmente à partir de 8h après l’ajout de sérum (figure 29B). La tubuline a été utilisé comme contrôle de charge. Cependant, le contrôle de la quantité de protéines chargées dans les analyses du  cycle  cellulaire  n’est  pas  forcément  idéal,  car  la  synthèse  protéique  est  augmentée lors de la relance en sérum. L’augmentation de la tubuline au cours de l’avancée dans le cycle,  visible  sur  le Western blot  correspondant aux NIH3T3 peut  refléter  ces aspects. Dans les expériences présentées ici, l’utilisation des extraits a été standardisée en terme de nombre de cellules. L’augmentation de l’expression de ΔN‐JMJD2A corrèle donc avec l’induction de l’expression des gènes cibles de E2F, ce qui suggère un rôle de ΔN‐JMJD2A dans  la  cellule  à  cette  étape  du  cycle  cellulaire.  Il  est  intéressant  de  noter  ici  que  les protéines correspondant à la petite isoforme de JMJD2A ne sont pas les mêmes dans les 
Figure 29: Expression de JMJD2A au cours du cycle cellulaire. 
Analyse en western blot de l’expression des isoformes de JMJD2A dans des cellules T98G 
(A) et NIH3T3 (B) synchronisées puis récoltées aux temps indiqués après relance dans le 
cycle par ajout de sérum. Une courbe dose de chargement est incluse en B. L’anticorps 
utilisé reconnaît la partie C-terminale des protéines JMJD2A. 
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deux  types  cellulaires.  En  effet,  la  protéine  correspondant  à  ΔN‐JMJD2A  a  un  poids moléculaire  apparent  d’environ  120KDa  dans  les  T98G  et  d’environ  60KDa  dans  les NIH3T3. Nous avons pu déterminer que ces deux protéines  sont produites à partir de l’ARNm ΔN‐JMJD2A  identifié  dans  les  cellules  C2C12  (initié  à  l’exon  8  de  la  séquence pleine taille) et correspondent respectivement à une initiation de la traduction aux AUG codant pour  les méthionines 427 et 584  (voir  la partie  I des  résultats). Le mécanisme contrôlant  cette  production  lignée‐spécifique  reste  encore  à  être  élucider,  mais  ces protéines  sont  toutes  deux  dépourvues  du  domaine  déméthylase  en  N‐terminal  et partagent  des  fonctions  communes,  notamment  l’induction  de  la  différenciation musculaire.  L’étude fonctionnelle du rôle des deux isoformes de JMJD2A dans la régulation de la  transcription  des  gènes  cibles  de  E2F  a  été  abordée  par  deux  approches.  Je présenterai  tout  d’abord  les  résultats  obtenus  dans  une  approche  perte  de  fonction réalisée  grâce  à  la  transfection  des  siRNA  que  j’ai  présenté  précédemment  et  qui permettent  de  diminuer  l’expression  de  FL‐JMJD2A  seulement  ou  celle  des  deux isoformes. J’aborderai ensuite l’analyse gain de fonction réalisée en utilisant l’expression exogène de  constructions  codant pour  les différentes  isoformes  codées par  le  gène de JMJD2A.  Le rôle des isoformes de JMJD2A dans le contrôle du cycle cellulaire a été abordé par une approche perte de fonction. De même que précédemment pour l’étude des gènes musculaires, la stratégie expérimentale consiste à effectuer une analyse différentielle de l’effet de siRNA entrainant la diminution de l’expression de FL‐JMJD2A seulement, ou la diminution  de l’expression  des  deux  isoformes  (FL‐JMJD2A  et  ΔN‐JMJD2A).  La répartition dans les différentes phases du cycle des cellules transfectées avec un siRNA ciblant  les  deux  isoformes  de  JMJD2A  (FL‐JMJD2A  et  ΔN‐JMJD2A)  a  été  analysée  en cytométrie de flux après incorporation d’iodure de propidium. Pour rappel, la séquence cible  des  différents  siRNA  utilisés  est  schématisée  en  figure  30A.  La  diminution  de l’expression des deux  isoformes de  JMJD2A  induit une diminution de 10% des cellules en phase S en faveur de G1 (figure 30B). Les résultats obtenus dans ce type d’expérience après le ciblage de de FL‐JMJD2A seulement montrent que dans ce cas la répartition des cellules  dans  le  cycle  ne  semblent  pas  être  affectée  (figure  30B).  La  présence  de  ΔN‐JMJD2A est donc importante pour le passage des cellules de la phase G1 à la phase S. De 
Figure 30: Effet de la perte de fonction de JMJD2A sur le cycle cellulaire. 
A. Représentation graphique de la position des siRNA ciblant FL-JMJD2A ou les deux isoformes 
le long de la séquence des ARNm. Les exons sont numérotés et les siRNA nommés selon 
l’exon auquel ils s’apparient. B. La répartition dans le cycle de cellules transfectées par un 
siRNA contrôle (ctl), ciblant les deux isoformes de JMJD2A (D2Ae10), ou seulement FL-
JMJD2A (D2Ae3) a été analysée par FACS après incorporation d’iodure de propidium. Les 
résultats représentent le pourcentage de cellules dans chaque phase du cycle et correspondent 
à la moyenne de 2 expériences indépendantes (les écarts types sont indiqués). C. De même 
qu’en A, mais dans des cellules transfectées par un siRNA contrôle (ctl), ciblant les deux 
isoformes de JMJD2A (D2Ae10), ciblant JMJD2C (D2C), ou ciblant à la fois JMJD2A et JMJD2C 
(D2A+D2C). Expérience représentative. D. Analyse par RT-qPCR de l’expression du gène Cdc6 
dans des cellules transfectées par un siRNA contrôle (ctl) ou ciblant les deux isoformes de 
JMJD2A (D2A). Les résultats sont normalisés par rapport à l’expression de l’ARNm de GAPDH 
et correspondent à la moyenne de 3 expériences indépendantes.  
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façon intéressante, la déplétion de JMJD2C grâce à la transfection de siRNA spécifique a la même conséquence sur la répartition des cellules dans le cycle (figure 30C). De plus, l’utilisation d’un siRNA ciblant à  la  fois  JMJD2C et  JMJD2A a  le même effet  sur  le cycle que  la  déplétion  indépendante  des  deux  protéines  (aucun  effet  synergique  n’est observé), suggérant que les deux protéines agissent dans la même voie de contrôle de la transition G1/S  (figure 30C). L’ensemble de  ces  résultats  suggère que  la  régulation de l’expression  des  gènes  cibles  de  E2F  à  la  transition  G1/S  pourrait  faire  intervenir JMJD2C:  l’isoforme ΔN‐JMJD2A exercerait une fonction de co‐activateur en coopération avec JMJD2C pour contrôler la transcription des gènes cibles de E2F. Bien sur, ce modèle reste à confirmer, notamment en analysant  le profil de recrutement de  JMJD2C sur  les gènes cibles de E2F. ΔN‐JMJD2A intervenant dans la transition G1/S et la ChIP JMJD2A démontrant un recrutement préférentiel de cette protéine sur  les promoteurs de Cdc6 et Dhfr  lorsque ces gènes sont transcrits, j’ai cherché à savoir si la diminution de l’expression des deux isoformes  de  JMJD2A  affectait  l’expression  de  ces  gènes.  De  façon  étonnante,  la transfection des siRNA ciblant  les deux  isoformes de  JMJD2A n’affecte pas  l’expression de  l’ARNm  codant  pour  Cdc6,  analysée  par  RT‐qPCR  (figure  30D).  Cependant,  ces expériences  ont  été  réalisées  sur  une  population  de  cellules  asynchrones,  il  est  donc possible  que  l’éventuelle  variation  de  l’expression  de  cet  ARNm  dans  une  fenêtre temporelle  précise  du  cycle  cellulaire  ne  soit  pas  détectable  car  noyée  dans  la quantification  des  ARNm  des  cellules  se  trouvant  en  dehors  de  cette  fenêtre  de régulation.  La  perte  de  fonction  de  JMJD2A  pourrait  être  compensée  pour  réguler l’expression  du  gène  cdc6.  Il  serait  intéressant  de  tester  si  une  autre  déméthylase spécifique de H3K9 (de  la  famille des  JMJD2 ou d’une autre) est recrutée à  la place de JMJD2A  sur  les  promoteurs  concernés  après  la  déplétion  de  cette  dernière  dans  les cellules. Afin d’obtenir une réponse claire quant au rôle de JMJD2A sur la transcription des gènes cibles de E2F, il faudra étudier l’expression d’autres gènes qui présentent une activation  plus  grande  et/ou  qui  ont  une  cinétique  d’activation  différente,  tels  que  la cycline E et/ou la cycline D1. Par ailleurs, il serait judicieux de réaliser ces expériences sur cellules synchronisées et transfectées pour observer les effets des siRNA au cours de la  cinétique  d’activation  des  gènes.  Après mise  au  point  d’un  protocole  permettant  la transfection  des  cellules  arrêtées  puis  leur  relance  dans  le  cycle,  cette  approche  sera privilégiée.  
Figure 31: Effet de la surexpression de JMJD2A sur la prolifération cellulaire. 
A. Représentation graphique à l’échelle des différentes constructions codant pour des 
protéines JMJD2A utilisées en B et C. B. Analyse de la prolifération des U2OS surexprimant 
les constructions FL-JMJD2A, JMJD2A-nu977, JMJD2A-M584 ou le plasmide contrôle 
pCDNA3 par comptage du nombre de cellules le jour suivant la transfection (T0) puis 24 et 
48h après. Les résultats représentent la moyenne de 2 expériences indépendantes et sont 
ramenés à 1 pour la condition contrôle. C. Temps de doublement calculé pour chacune des 
conditions.  
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Les  résultats obtenus démontrent que même si  aucun effet n’est observé sur  la transcription du gène Cdc6 (cible de E2F), la perte de fonction de ΔN‐JMJD2A induit une accumulation des cellules en G1, démontrant son rôle à la transition G1/S.   Dans  une  stratégie  gain  de  fonction,  des  cellules  humaines  U2OS  ont  été transfectées  avec  des  plasmides  codant  pour  l’une  ou  l’autre  des  isoformes,  que  nous avons développés et déjà utilisés pour le projet portant sur l’étude de la régulation des gènes musculaires. Ces différentes constructions sont représentées schématiquement en figure 31A. Brièvement, la construction FL‐JMJD2A code pour la protéine pleine taille, la construction  nu977  correspond  au  clonage  de  l’ARNm  ΔN‐JMJD2A  identifié  dans  les C2C12, et la construction JMJD2A‐M584 code pour une petite protéine correspondant à la séquence de JMJD2A démarrant à la méthionine 584 de la forme pleine taille. Au cours de  l’étude  des  gènes  musculaires,  nous  avons  pu  montrer  que  cette  petite  protéine JMJD2A‐M584 a une  séquence proche de  l’isoforme ΔN‐JMJD2A et que  l’expression de JMJD2A‐M584 dans les cellules récapitule l’effet de la surexpression de ΔN‐JMJD2A sur la différenciation musculaire (Verrier et al. 2011a). Le temps de doublement des cellules U2OS  transfectées  avec  ces  constructions  a  été  analysée  par  comptage  du  nombre  de cellules 24h (T0), ainsi que 48 et 72h  après la transfection (J1 et J2). Les résultats sont représentés  en  nombre  relatif  de  cellules  par  rapport  au  temps  T0  (figure  31B).  Le graphe ainsi obtenu montre que  les cellules  transfectées avec  le plasmide codant pour ΔN‐JMJD2A  prolifèrent  plus  rapidement  que  les  cellules  contrôles,  de  même  que  les cellules  exprimant  JMJD2A‐M584.  De  façon  intéressante,  la  transfection  du  plasmide codant  pour  la  forme  pleine  taille  FL‐JMJD2A  n’entraîne  aucun  effet  significatif  sur  la prolifération des cellules. Le  temps de doublement calculé à partir de ces résultats est plus  court  de 7h  environ pour  les  cellules  exprimant une petite  forme de  JMJD2A par rapport  aux  cellules  contrôle  (figure  31C),  leur  conférant  un  avantage  prolifératif.  La petite  isoforme  ΔN‐JMJD2A  apparaît  donc  comme  un  régulateur  positif  de  la prolifération cellulaire. Afin de compléter  cette étude,  il  faudra  rechercher  l’effet de  la surexpression  des  isoformes  de  JMJD2A  (particulièrement  de  ΔN‐JMJD2A)  sur l’expression des gènes cibles de E2F (cdc6 et dhfr dans un premier temps, ainsi que les cyclines)  et  le  profil  de  méthylation  de  H3K9  sur  les  promoteurs  correspondants. L’utilisation  de  la  stratégie  gain  de  fonction  permet  de  s’affranchir  de  l’éventuelle complémentation fonctionnelle par une autre enzyme, qui peut avoir lieu dans le cas de 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la perte de  fonction. Une étude  réalisée par gain de  fonction a  récemment été publiée pour démontrer  le  rôle de  JMJD2A dans  le  contrôle de  la  réplication,  validant  ainsi  ce type d’analyses.    
3 Conclusions   L’ensemble des travaux préliminaires réalisés concernant l’étude de la régulation des  gènes  cibles  de  E2F  ont  permis  de  mettre  en  évidence  le  rôle  de  JMJD2A,  plus précisément de la petite isoforme ΔN‐JMJD2A. Ainsi, ΔN‐JMJD2A est un acteur positif de la  régulation  du  cycle  cellulaire.  Le  mécanisme  moléculaire  sous‐jacent  fait vraisemblablement intervenir la liaison de JMJD2A aux promoteurs des gènes cibles de E2F  en  corrélation  avec  la  déméthylation  de  H3K9  et  l’activation  des  gènes.  De  plus, l’histone  déméthylase  JMJD2C  semble  également  impliquée  dans  ce  mécanisme.  Ces résultats  tendent  à  dire  que  la  coopération  entre  les  histones  déméthylases  JMJD2A (plus précisément  l’isoforme ΔN‐JMJD2A) et  JMJD2C pour réguler  l’expression génique (proposée  aussi  pour  l’activation  des  gènes  musculaires)  est  généralisable  au  moins pour l’induction de l’expression des gènes cibles de E2F. Dans ce cas,  l’hypothèse de la déméthylation  de  H3K9  par  un  complexe  contenant  ΔN‐JMJD2A  et  JMJD2C  reste  à démontrer, notamment en analysant le profil de méthylation après la déplétion de ΔN‐JMJD2A  ainsi  que  le  recrutement  de  JMJD2C  sur  les  promoteurs  cibles  de  E2F.  Il  sera intéressant de voir si JMJD2C est présent sur le promoteur des gènes cibles de E2F qu’ils soient activés ou réprimés (comme cela semble être le cas pour les gènes musculaires), ou si son recrutement corrèle avec l’activation seulement. De plus, tous les résultats que j’ai  présenté  n’ont  pas  été  obtenus  dans  la  même  lignée  cellulaire,  car  nous  avons rencontré  des  problèmes  de  contaminations  mycoplasmiques  des  cellules  NIH3T3  et C2C12, empêchant la synchronisation des cellules et nous obligeant à continuer l’étude préliminaire dans les cellules humaines T98G et U2OS. Il sera important de reproduire les données obtenues dans ces lignées humaines (surexpression, expression au cours du cycle)  dans  les  lignées  murines,  afin  d’uniformiser  nos  résultats.  De  même,  il  faudra rechercher  l’impact  de  l’inhibition  de  JMJD2A  (par  siRNA)  sur  la  répartition  dans  les différentes phases du cycle des cellules U2OS. Les résultats déjà obtenus montrent que le  rôle de ΔN‐JMJD2A dans la régulation du cycle cellulaire (qu’il soit dépendant ou non des gènes  cibles de E2F) est  conservé entre  la  souris et  l’homme. L’approche dans  les 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lignées  humaines  est  cependant  tout  à  fait  pertinente  si  l’on  considère  qu’une surexpression de JMJD2A a été observée dans certains cancers. Un mécanisme proposé est  que  cette  surexpression  permettrait  un  raccourcissement  de  la  phase  S  en permettant aux régions de l’hétérochromatine de se répliquer de manière plus précoce (Black et al. 2010). L’impact d’une telle surexpression sur la voie Rb/E2F est clairement à  déterminer  pour  comprendre  les  bases  moléculaires  du  potentiel  oncogénique  de JMJD2A. 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Partie III : Etude de la production de ΔN­JMJD2A  
1 Introduction  Mes travaux de thèse ont permis de mettre en évidence pour la première fois l’existence d’une isoforme de JMJD2A plus courte dépourvue de l’extrémité N‐terminale de la forme pleine  taille  déjà  décrite,  que  nous  avons  nommée  ΔN‐JMJD2A  en  conséquence.  ΔN‐JMJD2A est une protéine provenant de la traduction d’un ARNm initié dans la séquence codante  du  gène  de  JMJD2A,  localisé  sur  le  chromosome  4  chez  la  souris  (sur  le chromosome  1  chez  l’homme).  De  plus,  les  résultats  obtenus  dans  les  cellules  C2C12 indiquent  que  si  l’expression  de  cet  ARNm  codant  pour  ΔN‐JMJD2A  est  relativement stable  au  cours  de  la  différenciation,  l’expression  de  la  protéine  augmente  de  façon drastique dans les cellules différenciées en comparaison avec les cellules prolifératives. Ceci suggère que la production de la protéine ΔN‐JMJD2A est soumise à une régulation post‐transcriptionnelle  contrôlée au  cours du processus de différenciation musculaire. Enfin, le clonage de l’ARNm codant pour la protéine ΔN‐JMJD2A endogène indique qu’il peut  donner  naissance  à  d’autres  protéines  intiées  à  différents  ATG  internes  du  petit ARNm  quand  il  est  exprimé  de  façon  exogène  dans  les  cellules.  La  production  de  la protéine ΔN‐JMJD2A semble donc complexe et finement contrôlée. Au cours de ma thèse, je me suis donc attachée à mieux comprendre les mécanismes contrôlant l’expression de ΔN‐JMJD2A. Les résultats préliminaires que j’ai obtenus sont présentés ci‐dessous.  
2 Résultats préliminaires    L’étude du rôle de JMJD2A dans  le contrôle de  la différenciation musculaire m’a amenée à caractériser  l’ARNm codant pour ΔN‐JMJD2A.  J’ai pu montrer que cet ARNm était issu du gène codant pour FL‐JMJD2A. Mes expériences de 5’ RACE dans les C2C12 différenciées  ont  permis  de  déterminer  que  l’ARNm ΔN‐JMJD2A démarre  au  début  de l’exon  8  de  la  séquence  du  gène.  L’identification  de  cette  extrémité  5’  montre  que l’ARNm  ΔN‐JMJD2A  est  issu  d’une  initiation  interne  de  transcription,  suggérant l’existence d’un promoteur alternatif. Cependant,  l’analyse de données de ChIP on chip indiquant  la  liaison  de  la  polymérase  II  sur  le  génome  humain  ne  montre  pas 
Figure 32: Production de DN-JMJD2A: phosphorylation du précurseur et clivage 
protéolytique. 
A. Représentation graphique des protéines FL-JMJD2A, JMJD2A-M584 et DN-JMJD2A. Les 
anticorps utilisés en B sont positionnés selon l’épitope qu’ils reconnaissent. B. Protéines 
reconnues par les anticorps n°1 (Active Motif) et n°2 (Bethyl Laboratories) avant ou après 
traitement à la phosphatase alcaline. Des extraits cellulaires de C2C12 sont incubés en 
présence ou non de phosphatase selon les indications du fournisseur, puis analysés en 
Western blot à l’aide des anticorps présentés en A. Deux phosphatases différentes ont été 
testées: Phos1 (Roche) et Phos2 (Ambion). Le Western blot MyoD (décrit comme 
phosphorylé) est utlisé comme contrôle de l’efficacité du traitement à la phosphatase. 
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d’enrichissement  en  polymérase  II  en  amont  de  l’exon  8  sur  le  gène  de  JMJD2A  qui démontrerai  l’activité  d’un  promoteur  interne  (résultats  non  montrés).  De  plus,  le clonage des régions situées dans cette zone (éventuelles régions promotrices) en amont d’un  gène  rapporteur  luciférase n’a pas montré d’augmentation de  l’activité  luciférase après  transfection  de  la  construction  dans  les  cellules  C2C12  et  induction  de  leur différentiation par  rapport aux conditions contrôles.  Il  reste donc encore à persévérer pour caractériser le promoteur contrôlant la transcription de l’ARNm ΔN‐JMJD2A.   Par ailleurs, la production de la protéine ΔN‐JMJD2A à partir de l’ARNm identifié fait intervenir un mécanisme complexe. En effet, la surexpression de l’ARNm ΔN‐JMJD2A conduit  à  la  formation  de  plusieurs  protéines.  L’utilisation  de  constructions  clonées codant pour des protéines initiées à chaque méthionine possible à partir de l’ARNm ΔN‐JMJD2A a conduit à leur identification. Ainsi l’ARNm ΔN‐JMJD2A code pour les protéines démarrant  aux  méthionines  M317,  M427  et  M584,  mais  également  pour  la  forme endogène  ΔN‐JMJD2A  préférentiellement  en  condition  de  différenciation.  Cette  forme endogène  est  proche  de  la  protéine  JMJD2A‐M584 :  elles  ont  une  taille  relativement proche et partagent la même fonction au cours de la différenciation musculaire (Verrier et  al.  2011a).  La  formation  de  la  protéine  ΔN‐JMJD2A  semble  donc  dépendre  d’une régulation traductionnelle, mais également post‐traductionnelle.   L’utilisation  combinée  de  deux  anticorps  reconnaissant  JMJD2A  a  permis  de mettre  en  évidence  que  ΔN‐JMJD2A  provient  de  la  maturation  d’un  précurseur  plus grand  correspondant  à  la protéine  JMJD2A  initiée  à  la méthionine 584 de  la  séquence pleine  taille  (JMJD2A‐M584).  Les  anticorps  utilisés  sont  schématisés  en  figure  32A. L’utilisation de l’anticorps reconnaissant un épitope localisé à l’extrémité N‐terminale de la  protéine  JMJD2A‐M584  (ab  n°1)  n’a  pas  permis  de  visualiser  ΔN‐JMJD2A (probablement car l’épitope n’est pas présent) en Western blot mais détecte une bande de  plus  haut  poids  moléculaire  qui  n’est  pas  révélée  avec  l’anticorps  reconnaissant l’extrémité C‐terminale de JMJD2A (ab n°2) (figure 32B, pistes contrôles ‐ phosphatase). Afin d’expliquer les profils différents obtenus avec ces deux anticorps, nous avons émis l’hypothèse  que  ΔN‐JMJD2A  pouvait  être  régulée  par  phosphorylation,  cette  dernière masquant l’épitope reconnu par l’ab n°2. Une expérience de traitement à la phosphatase a  été  réalisée  et  l’expression  de  JMJD2A  dans  les  extraits  de  C2C12  obtenus  a  été analysée  en  Western  blot  en  utilisant  soit  l’ab  n°1,  soit  l’ab  n°2.  L’addition  de  la phosphatase induit la visualisation d’une bande de plus haut poids moléculaire en plus 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de  celle  correspondant  à  ΔN‐JMJD2A  en  utilisant  l’anticorps  n°2,  qui  correspond  à JMJD2A‐M584  (figure  32B,  panneau  de  gauche).  Ceci  montre  que  cette  protéine  est phosphorylée et que cet événement de phosphorylation, absent dans la forme mature de ΔN‐JMJD2A, empêche sa reconnaissance par l’ab n°2 (ciblant l’extrémité C‐terminale). Le résultat obtenu en utilisant l’anticorps n°1, qui ne reconnaît que la bande correspondant à JMJD2A‐M584 et pas ΔN‐JMJD2A, permet de conclure que cette dernière est dépourvue de  l’extrémité N‐terminale de  JMJD2A‐M584 (figure 32B, panneau de droite). Le signal obtenu  pour  JMJD2A‐M584  avec  cet  anticorps  est  décalé  vers  le  bas  avec  l’ajout  de phosphatase,  indiquant  la  phosphorylation  de  cette  protéine  dans  la  cellule.  On  peut noter que cet anticorps permet de visualiser un doublet pour  la  forme pleine  taille de JMJD2A  (JMJD2A‐FL).  La  déphosphorylation  de  la  protéine  MyoD  par  l’action  du traitement  à  la  phosphatase  est  utilisé  comme  contrôle  dans  cette  expérience  (figure 32B,  panneau  du  bas).  Ces  résultats  soulèvent  l’existence  d’un  mécanisme  complexe conduisant  à  la  formation  de  ΔN‐JMJD2A  sous  la  forme  mature  observée  dans  les C2C12 :  ΔN‐JMJD2A  est  produite  sous  la  forme  d’un  précurseur  (JMJD2A‐M584) phosphorylé qui est ensuite clivé pour donner la protéine mature. L’étape suivante sera de  déterminer  les  kinases  impliquées  dans  ce  mécanime.  Pour  cela,  l’implication  de kinases et protéases importantes dans les voies de signalisation pro‐myogéniques (GSK‐3,  p38MAPK,  p90RSK,  caspase  3)  devra  être  testée  en  utilisant  des  inhibiteurs spécifiques ainsi que dans des approches perte de fonction (siRNA, mutants de JMJD2A pour  les  sites  de  phosphorylation  et/ou  de  protéolyse)  et  gain  de  fonction (surexpression des kinases). Il est intéressant de noter que l’analyse bioinformatique de la séquence de l’extrémité C‐terminale du précurseur JMJD2A‐M584 prédit  la présence de sites de phosphorylation pour certaines de ces différentes kinases.    
3 Conclusions   Les résultats que  j’ai obtenus au cours   de  l’étude de ΔN‐JMJD2A permettent de proposer  un  mécanisme  conduisant  à  sa  production  dans  les  C2C12.  ΔN‐JMJD2A  est traduite  à  partir  d’un  ARNm  initié  au  début  de  l’exon  8  du  gène  de  JMJD2A (correspondant  au  nucléotide  977  de  l’ARNm  pleine  taille).  La  protéine  ΔN‐JMJD2A mature  est  ensuite  produite  à  partir  d’un  précurseur  correspondant  à  une  protéine initiée à la méthionine 584. De plus, il semble que cette étape de maturation comprend 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un clivage protéolytique dépendant d’un événement de phosphorylation. La maturation post‐traductionnelle  de  ΔN‐JMJD2A  est  un  processus  régulé  au  cours  de  la différentiation  musculaire,  afin  de  contrôler  l’augmentation  de  l’expression  de  la protéine ΔN‐JMJD2A dans les cellules différenciées.  Si  ces  analyses  restent  préliminaires  et  sont  à  compléter,  elles  montrent l’existence de  la  régulation  complexe de  la  production de ΔN‐JMJD2A,  nécessitant  une initiation interne de la traduction puis une maturation post‐traductionnelle qui abouti à son expression. 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DISCUSSION     Mon travail de thèse a permis de mettre en évidence  l’existence et  l’importance d’une  isoforme  de  JMJD2A  (ΔN‐JMJD2A)  dans  le  contrôle  de  processus  cellulaires  tels que  la  prolifération  et  la  différenciation,  grâce  à  son  activité  de  régulateur transcriptionnel. Ces résultats sont à replacer dans le contexte de la recherche actuelle qui  souligne  de  plus  en  plus  le  rôle  central  des  déméthylases  d’histones  dans  la régulation des devenirs cellulaires. Dans les paragraphes suivants, les différents aspects de  la  fonction des  isoformes de JMJD2A abordés durant ma thèse seront discutés, et  je soulignerai les axes de recherche à venir que ces résultats ont amené à proposer.  
1 ΔN­JMJD2A et régulation de la différenciation musculaire    Les  résultats  présentés  dans  l’article  publié  dans  PloS  Genetics  démontrent  le rôle positif de ΔN‐JMJD2A sur le processus global de différenciation musculaire. En effet, la déplétion de ΔN‐JMJD2A inhibe de façon drastique  la différenciation des myoblastes C2C12  en  myotubes.  Cet  effet  peut  s’expliquer  par  la  fonction  de  ΔN‐JMJD2A  sur l’induction de l’expression de la myogénine. En effet, la myogénine est un gène essentiel à  la différenciation musculaire  induit précocement, et  la diminution de son expression empêche  les  cellules  de  former  des  myotubes  et  de  poursuivre  correctement  le programme de différenciation. Par exemple, les souris KO pour le gène de la myogénine présentent  une  absence  quasi‐totale  de muscle  squelettique,  démontrant  l’importance de la myogénine in vivo (Hasty et al. 1993) (Nabeshima et al. 1993). Cependant, l’analyse par  ChIP  on  chip  a  mis  en  évidence  d’autres  gènes  spécifiques  du  muscle  liés  par JMJD2A. L’analyse plus fine de la régulation du gène de la troponine c1 (Tnnc1) montre également  que ΔN‐JMJD2A  régule  ce  gène musculaire  plus  tardif  de  la même manière que  celui  de  la  myogénine,  en  permettant  la  déméthylation  de  H3K9  au  niveau  du promoteur pour  induire  son  expression. ΔN‐JMJD2A pourrait  ainsi  contrôler  l’avancée des cellules en différenciation à plusieurs étapes, en régulant  la transcription de gènes induits de façon précoce mais aussi d’autres plus tardifs. 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Si  JMJD2A  est  un  co‐activateur  important  pour  l’expression  de  la myogénine,  il serait  intéressant  de  savoir  si  ΔN‐JMJD2A  est  également  nécessaire  au  maintien  de l’expression de la myogénine et donc à la maintenance de la déméthylation de H3K9 sur son  promoteur  dans  les  myotubes.  Pour  cela,  l’expression  de  ΔN‐JMJD2A  doit  être diminuée  après  différenciation  des  cellules  en  myotubes.  Ceci  est  possible  grâce  à l’utilisation d’un protocole de transfection des myotubes adhérents qui a déjà été utilisé avec succès dans l’équipe. Ces expériences ont d’ores et déjà été réalisées mais sans que l’expression  de  ΔN‐JMJD2A  ne  soit  diminuée  suffisamment  pour  pouvoir  observer  un effet. Ceci peut être dû à la grande stabilité de cette protéine dans les myotubes. En effet, l’analyse de l’expression des deux isoformes FL‐JMJD2A et ΔN‐JMJD2A par western blot après un traitement des cellules C2C12  à la cycloheximide (inhibiteur de la traduction) montre que  le signal correspondant à FL‐JMJD2A décroit plus rapidement que celui de ΔN‐JMJD2A  au  cours  du  temps  (résultat  préliminaire  non  montré).  La  protéine  ΔN‐JMJD2A  est  donc  plus  stable  que  FL‐JMJD2A  dans  ces  cellules,  ce  qui  suggère  une régulation différente de  la dégradation de ces deux protéines. Par ailleurs,  l’analyse de l’expression  de  JMJD2A  par western  blot  après  traitement  des  cellules  au MG132,  un inhibiteur du protéasome, démontre que la stabilité de ΔN‐JMJD2A est dépendante d’une dégradation par le protéasome dans les myoblastes spécifiquement. Récemment, il a par ailleurs  été montré  que  la  dégradation  de  la  forme  pleine  taille,  FL‐JMJD2A,  est  aussi assurée  par  le  protéasome  dans  d’autres  types  cellulaires,  par  l’intermédiaire  d’une ubiquitination par SCF/FbxL4 (Van Rechem et al. 2011).  Au cours de la différenciation des  C2C12,  l’expression  des  deux  isoformes  de  JMJD2A  est  cependant  régulée différemment, peut être par l’intermédiaire d’une régulation du ciblage au protéasome. Les  expériences  de  transfection  de  siRNA  JMJD2A  dans  les  myotubes  établis gagneraient  donc  à  être  réitérer  en  adaptant  le  protocole  pour  obtenir  une  inhibition plus importante de ΔN‐JMJD2A.    Le mécanisme sous‐jacent à la fonction de co‐activateur transcriptionnel de ΔN‐JMJD2A  a  été  étudié  pour  le  gène  de  la  myogénine.  La  liaison  de  ΔN‐JMJD2A  sur  le promoteur  de  la  myogénine  à  la  transition  myoblaste/myotube  est  nécessaire  à  la déméthylation de H3K9, permettant ainsi l’expression du gène. La méthylation de H3K9 joue  un  rôle  central  dans  le  contrôle  transcriptionnel  de  la  myogénine.  En  effet,  son expression est affectée de façon importante quand le profil de méthylation sur H3K9 est 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changé :  la  surexpression  de  l’enzyme  Suv39h1  (méthyltransférase  de  H3K9),  tout  comme l’augmentation de son recrutement et de son activité sur le promoteur (grâce à l’hyperactivation  de  la  voie  p38MAPK  –isoforme  p38γ‐  qui  stimule  le  recrutement  de Suv39H1 par MyoD)  inhibent  l’expression de  la myogénine (Mal 2006) (Gillespie et al. 2009).  Ces  données  ainsi  que  les  résultats  obtenus  au  cours  de  mon  étude  appuient l’importance de  la régulation de  la méthylation des histones sur  les promoteurs par  la balance  entre  les  méthyltransférases  et  les  déméthylases  pour  le  contrôle  de l’expression  génique.  L’activation  transcriptionnelle  de  la  myogénine  est  cependant dépendante  d’un  grand  nombre  de  facteurs  et  s’accompagne  de  changements importants  des  modifications  post‐traductionnelles  des  histones  présentes  au promoteur.  Comme  mentionné  en  introduction,  H3K9  et  H3K27  sont  méthylés  dans l’état  réprimé,  tandis  que  l’état  activé  est  caractérisé  par  la  méthylation  de  H3K4  et l’acétylation des histones. Au cours de la différenciation musculaire, le promoteur de la myogénine  est  donc  méthylé  sur  H3K4  par  Ash2L  constitutive  du  complexe  MLL (Rampalli et al. 2007) et déméthylé sur H3K9 et H3K27 par LSD1/ΔN‐JMJD2A/JMJD2C (Choi et al. 2010) (Verrier et al. 2011a) et UTX (Seenundun et al. 2010), respectivement. La  mise  en  place  des  différentes  marques  chromatiniennes  au  moment  approprié nécessite l’action coordonnée des enzymes de modification. La notion de « crosstalks », ou dialogue, entre les modifications de la chromatine est de plus en plus documentée. La relation  entre  les  enzymes  qui  régulent  les  marques  chromatiniennes  qui  est  sous‐jacente  à  ces  dialogues m’intéresse  tout  particulièrement  et  a  fait  l’objet  de  l’écriture d’une  revue  pendant  ma  thèse,  qui  traite  plus  particulièrement  des  dialogues  faisant intervenir  des  histone  déméthylases  (Verrier  et  al.  2011b).  Il  existe  de  nombreux exemples  de  régulation  concertée  de  la  méthylation  des  lysines  4  et  9  de  H3  et  des lysines  4  et  27  de  H3.  Plusieurs  mécanismes  peuvent  être  responsables  de l’établissement  concerté  des  marques.  Les  enzymes  de  modifications  peuvent  être retrouvées dans un même complexe multiprotéique. Alternativement, une enzyme peut être recrutée sur la chromatine par une interaction avec un résidu modifié et catalyser une seconde modification sur un autre résidu. Au niveau du promoteur de la myogénine, deux études récentes ont conduit à établir un modèle pour la coordination de la mise en place de H3K4 et de la déméthylation de H3K27 qui fait intervenir séquentiellement les enzymes Ash2L  et  UTX.  Il  est  proposé  que  le  recrutement  de UTX  par  l’intermédiaire d’une interaction avec Six4 soit suivi du recrutement de MLL2 par MEF2D phosphorylé 
 
    89 
(Aziz et al. 2010). Dans ce contexte, ΔN‐JMJD2A (et JMJD2C) pourrait être intégrée dans un complexe contenant également la méthyltransférase de H3K4 MLL2, afin de coupler la méthylation de H3K4 à la déméthylation de H3K9. Cette hypothèse devra être testée expérimentalement.  Il  est  intéressant  de  noter  qu’une  étude  récente  rapporte  une interaction  entre  JMJD2B  (un  autre  membre  de  la  famille  des  JMJD2)  et  le  complexe MLL2  dans  le  cadre  de  l’induction  de  l’expression  des  gènes  cibles  du  récepteur  aux  oestrogènes  (Shi  et  al.  2011).  Les  différentes  protéines  JMJD2 présentant  un  fort  taux d’homologie  structurale,  il  est  possible  que  ce  type  d’interaction  soit  conservé  entre JMJD2B et  JMJD2A. De plus, mes  travaux suggèrent un recrutement de ΔN‐JMJD2A par les protéines MEF2,  comme c’est  le  cas pour Ash2L. Ceci peut appuyer  l’hypothèse du recrutement  d’un  complexe  MEF2/MLL2/ΔN‐JMJD2A  (JMJD2C)  pour  l’induction  de  la myogénine. Par ailleurs,  la protéine JMJD2A est capable de reconnaître et de lier H3K4 sous sa forme triméthylée, grâce à son double domaine TUDOR localisé à l’extrémité C‐terminale  et  conservé  dans  ΔN‐JMJD2A  (Huang  et  al.  2006;  Lee  et  al.  2008).  Le promoteur de  la myogénine  sous  sa  forme activée  contient un  fort  taux de H3K4me3. ΔN‐JMJD2A/JMJD2C  pourrait  donc  être  recruté  par  sa  liaison  à  H3K4me3  pour déméthyler  H3K9,  établissant  ainsi  le  dialogue  entre  les  deux  résidus.  Ces  deux mécanismes, ciblage via une interaction avec MEF2 ou la reconnaissance de H3K4me3, ne sont pas obligatoirement exclusifs. On peux imaginer que ΔN‐JMJD2A est recrutée sur le  promoteur  de  la  myogénine  au  sein  d’un  complexe  contenant  également  MEF2  et MLL2  dans  un  premier  temps,  puis  reste  associé  à  la  marque  H3K4me3  établie, permettant de protéger H3K4me3 de la déméthylation par exemple.   La  présence  de  complexes  amenant  plusieurs  activités  enzymatiques  pour contrôler l’expression d’un gène est aussi impliquée dans la régulation de la méthylation d’un seul résidu qui peut être modifié par l’ajout de 1, 2 ou 3 groupements méthyl. Une étude  récente  a  démontré  le  rôle  d’une  autre  enzyme  induite  au  cours  de  la différenciation,  LSD1,  dans  le  contrôle  de  la  différenciation  musculaire  par l’intermédiaire  de  la  régulation  transcriptionnelle  de  la myogénine  (Choi  et  al.  2010). Les  auteurs montrent  grâce  à une  stratégie perte de  fonction à  l’aide de  shRNA et/ou d’inhibiteurs  spécifiques  que  le  recrutement  de  LSD1  est  nécessaire  pour  déméthyler H3K9me2 et mettre en place les marques actives sur le promoteur de la myogénine lors de l’induction du gène. De plus, une interaction entre LSD1 et MEF2 est détectable en co‐immunoprécipitation, suggérant un ciblage par MEF2. Mes résultats de thèse montrent 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que  ΔN‐JMJD2A  est  aussi  importante  dans  ce  contexte  pour  déméthyler  H3K9me2  et H3K9me3, et qu ‘elle interagit avec JMJD2C, elle même recrutée sur le promoteur de la myogénine. LSD1, de part la réaction chimique qu’elle catalyse pour la déméthylation (il s’agit  d’une  flavine  mono‐amine  oxydase),  ne  peux  déméthyler  le  stade  triméthylé. D’autre  part,  le  substrat  préférentiel  de  JMJD2C  est  H3K9me3 :  les  tests  d’activités déméthylases  in  vitro  (et  in  vivo) montrent qu’elle peut  s’attaquer  au  stade diméthylé mais  avec  une  efficacité  moindre.  Il  est  possible  que  les  trois  protéines  (ΔN‐JMJD2A, JMJD2C et LSD1) soient présentes sur le gène de la myogénine dans un même complexe. Dans ce cas, l’augmentation de H3K9me2 et de H3K9me3 observées quand ΔN‐JMJD2A est  déplétée  peut  s’expliquer  par  une  déstabilisation  du  complexe  et  la  perte  du recrutement  au  promoteur  de  LSD1  et  de  JMJD2C  respectivement.  Il  est  cependant  à noter  que  dans  nos  conditions  expérimentales,  nous  n’avons  pas  pu  détecter  une interaction  physique  entre  LSD1  et  JMJD2A  par  co‐immunoprécipitation.  Nous  avons toutefois pu vérifier que LSD1 est bien présente sur le promoteur de la myogénine avant et  après  la  différenciation  (résultats  non  publiés).  La  forme  diméthylée  de  H3K9 diminue au cours de  la différenciation sur  le promoteur de  la myogénine,  alors que  la triméthylation  est  stable.  La  présence  de  JMJD2C  avant  et  après  induction  de  la différenciation pourrait expliquer cette observation, si JMJD2C permet la déméthylation de H3K9me3 pour préparer le gène à être activé dans les cellules myogéniques. Dans ce contexte,  il  serait  intéressant  de  tester  si  JMJD2C  est  absent  du  promoteur  de  la myogénine dans les cellules non musculaires.  De façon intéressante, l’action coordonnée de LSD1 et JMJD2C a déjà été montrée lors de  l’activation des gènes cibles des récepteurs aux androgènes. Dans cet exemple, un complexe multiprotéique contenant le récepteur aux androgènes, LSD1 et JMJD2C est recruté aux promoteurs pour déméthyler H3K9 et induire la transcription (Wissmann et al. 2007). Le modèle proposé est le suivant : JMJD2C déméthyle H3K9me3 pour produire des  résidus  diméthylés  (H3K9me2),  substrat  de  LSD1  qui  termine  le  processus  de déméthylation de la marque répressive. L’intervention de plusieurs enzymes modifiant le même résidu au sein d’un seul complexe est également décrite pour mettre en place la méthylation  de  H3K9  (Fritsch  et  al.  2010).  En  effet,  il  a  été montré  que  les  enzymes Suv39h1, G9a, GLP et SETDB1 agissent en complexe pour établir la méthylation de H3K9 aussi  bien  dans  l’hétérochromatine  (régions  satellites)  que  dans  l’euchromatine  pour réguler la transcription de gènes cibles de G9A (Oct3/4 et Mage‐A2). Cette étude met en 
Figure 33: Rôle des protéines de la famille des JMJD2 dans la différenciation 
musculaire. 
Analyse en RT-qPCR de l’expression des gènes spécifiques du muscle (myogénine et Ckm) 
dans des cellules C2C12 transfectées avec des siRNA ciblant JMJD2B, JMJD2C ou un 
siRNA contrôle, conservées en milieu de prolifération ou incubées en milieu de différenciation 
pendant 24h ou 48h pour la quantification des cibles et des gènes musculaires 
respectivement. Expérience représentative, réalisé 3 fois. 
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évidence  la  coordination  des  différentes  enzymes  pour  la  déposition  de  la  marque H3K9me2/3 répressive de la transcription.  Certains  résultats  que  j’ai  obtenus  s’inscrivent  dans  l’hypothèse  de  l’existence  de complexes  contenant  des  déméthylases  d’histones  impliqués  dans  la  régulation  des gènes spécifiques du muscle. En effet, j’ai pu observer que la déplétion de ΔN‐JMJD2A, de JMJD2C  mais  aussi  de  JMJD2B  ont  la  même  conséquence,  à  savoir  une  inhibition  de l’expression  des  gènes  musculaires  (myogénine  et  CKM  au  moins,  figure  33).  Ceci signifie que les différentes protéines de la même famille ne peuvent pas complémenter pour la perte de l’une d’entre elles dans ce contexte, suggérant qu’elles puissent agir au sein d’un même complexe qui serait déstabilisé en l’absence de l’un de ses membres, ou avoir des cibles différentes mais toutes essentielles au processus de la différenciation. La composition des complexes contenant la protéine ΔN‐JMJD2A reste encore à découvrir. Dans ce but une approche de purification en tandem (Tap‐tag) suivie d’une analyse en spectrométrie de masse exprimant une protéine ΔN‐JMJD2A étiquetée est envisageable (voir plus loin).   La  régulation  de  la  structure  de  la  chromatine  au  niveau  des  promoteurs  pour contrôler  l’expression des gènes musculaires fait donc intervenir de nombreux acteurs qui  semblent  agir  de  manière  coordonnée  au  sein  de  complexes  protéiques.  Dans  le contexte  de  la  différenciation  musculaire,  le  recrutement  et  la  composition  de  ces complexes  qui  régulent  la  transcription  sont  orchestrés  par  les  voies  de  signalisation pro‐myogéniques. Ainsi, la voie de la p38MAPK (isoformes α et β activatrices, isoforme γ inhibitrice)  est  au  cœur  de  ce  mécanisme,  notamment  en  contrôlant  par phosphorylation  des  facteurs myogéniques  les  interactions  entre  Suv39h1  et Myod  et entre Ash2L et MEF2 (Gillespie et al. 2009) (Rampalli et al. 2007). Le rôle de ces voies de signalisation sur le recrutement et la fonction des histones déméthylases reste encore à déterminer.  
2 Spécificité de substrat de JMJD2A    Les  études  de  la  spécificité  de  substrat  des  enzymes  de  la  famille  des  JMJD2 montrent qu’elles sont capables de déméthyler les résidus H3K9me2/3 et H3K36me2/3. J’ai pu observer au cours de ma thèse que le recrutement de ΔN‐JMJD2A est nécessaire pour  déméthyler  H3K9me2/3  sur  les  régions  promotrices  du  gène  de  la  myogénine 
Figure 34: Recrutement de JMJD2A le long du gène de la myogénine. 
Une ChIP a été réalisée à l’aide d’un anticorps reconnaissant la partie C-terminale de 
JMJD2A dans des cellules C2C12 avant (myoblastes) ou après 48h d’induction de la 
différenciation par abaissement de la quantité en sérum (myotubes). Les résultats sont 
représentés en pourcentage de séquences immunoprécipitées par rapport à l’input de 
départ, et les deux graphes sont à la même échelle. Un contrôle sans anticorps est inclus 
(na). La position des amorces utilisées pour amplifier les différentes régions du gène de la 
myogénine est représenté au centre, ainsi que la position des séquences consensus de 
liaison de MEF2 et de MyoD (MEF-2 en bleu et E1 en rouge), le site de démarrage de la 
transcription (+1) et la position des exons (parties rayées).  
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(vraisemblablement  grâce  à  l’intervention  de  JMJD2C).    Cependant,  mes  analyses  de ChIP avec l’anticorps reconnaissant l’extrémité C‐terminale de la protéine indiquent que JMJD2A  est  également  recrutée  au  niveau  de  la  région  transcrite  quand  le  gène  est activé. En effet, le signal obtenu augmente de façon importante (jusqu’à 6 fois) le long du corps du gène (d’environ 500pb en aval du TSS à  l’extrémité 3’) dans  les myotubes en comparaison  aux  myoblastes  prolifératifs  dans  lequels  la  myogénine  est  réprimée (figure  34).  De  plus,  une  étude  plus  fine  (en  cours  de  réalisation  par  S.  Briois, bioinformaticien dans  l’équipe) des  signaux obtenus dans  les  expériences de   ChIP on chip JMJD2A montre que les pics de signal observés au niveau de nombreux gènes sont situés  en  aval  du  TSS  (les  puces  utilisées  contiennent  les  régions  ‐8000/+3000  des promoteurs  murins).  L’étape  suivante  sera  de  déterminer  si  il  existe  une  corrélation entre  l’expression  des  gènes  et  la  présence  de  JMJD2A  dans  la  région  codante.  Ces résultats, tout au moins pour ceux déjà acquis pour la myogénine, suggèrent un rôle de JMJD2A  dans  la  régulation  de  la  transcription  à  l’étape  de  l’élongation.  De  nombreux travaux,  principalement  chez  la  levure,  soulignent  le  rôle de  la méthylation de H3K36 dans le processus d’élongation par la polymérase II. Ainsi, l’enzyme Set2, recrutée sur le corps  des  gènes  par  interaction  directe  avec  la  polymérase  d’élongation  (ser2  et  ser5 phosphorylée)  permet  la méthylation  (di‐  et  tri‐)  de H3K36.  H3K36me2/3  va  ensuite être  liée  par  le  complexe  déacétylase  Sin3  qui  reconnaît  cette  marque  grâce  à  une protéine possédant un chromodomaine et va induire la déacétylation des histones (Lee and  Shilatifard  2007).  Ce  mécanisme  couplé  à  l’élongation  permet  de  refermer  la chromatine après le passage de la polymérase afin d’éviter l’initiation de la transcription au niveau de sites cryptiques. La méthylation de H3K36 est donc une marque corrélée à l’activation transcriptionnelle mais exerce une fonction répressive. Dans le contexte de l’élongation,  on  peut  imaginer  qu’il  existe  un mécanisme  de  déméthylation  de H3K36 devant  la  polymérase  afin  de  contrecarrer  la  fermeture  de  la  chromatine  induite  par Sin3 et permettre  l’avancée de  la  transcription  le  long du gène.  JMJD2A étant recrutée dans le corps du gène actif de la myogénine, il est possible qu’elle soit impliquée dans un tel  mécanisme  avec  cette  fois  une  activité  de  déméthylase  de  H3K36.  Des  données obtenues chez la drosophile  appuient cette hypothèse. Dans cette étude, les auteurs ont montré  que  la  déméthylase  de  H3K36me2/3  dKDM4A  (orthologue  des  enzymes  la famille des JMJD2) est recrutée sur la chromatine par une interaction avec HP1a (Lin et al. 2008). Un commentaire publié dans le même volume à propos de cette étude propose 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que dKDM4A permette le retour à un état chromatinien permissif après le passage de la polymérase II (en étant ciblée sur les régions codantes par HP1a), pour préparer le cycle suivant  de  transcription  (Wallrath  and  Elgin  2008).  Si  cette  hypothèse  se  vérifie,  le changement de spécificité de JMJD2A en fonction de sa position le long du gène (H3K9 au promoteur, H3K36 dans la région transcrite) pourrait être régulé par son interaction avec des partenaires différents. La spécificité de LSD1 par exemple, est régulée par  les protéines  auxquelles  elle  est  associée :  elle  déméthyle  H3K4me1/2  quand  elle  est complexée  avec  le  co‐répresseur  Co‐REST  et  H3K9me1/2  en  association  avec  le récepteur  aux  androgènes  (Shi  et  al.  2005).  Alternativement,  la  présence  de  JMJD2A dans le corps du gène pourrait intervenir dans la régulation de la méthylation de H3K9. En effet, des études à grande échelle ont mis en évidence la présence de H3K9me3 dans les  régions  transcrites  en  corrélation avec  l’activation de  la  transcription  (Vakoc et  al. 2005). Afin de  tester  ces hypothèses,  il  est  nécessaire d’analyser par ChIP  le  profil  de méthylation  de  H3K9  et  H3K36  sur  les  régions  codantes  (notamment  du  gène  de  la myogénine)  après  déplétion  de  JMJD2A.  D’autre  part,  l’anticorps  que  j’ai  utilisé  dans l’expérience  de  ChIP  présentée  ci‐dessus  reconnaît  les  deux  isoformes  de  JMJD2A.  La stratégie d’analyse comparative des effets de la perte de fonction des deux isoformes ou de  la  protéine  pleine  taille  seulement  par  siRNA  devra  être  utilisée  pour  déterminer quelle isoforme de JMJD2A est recrutée et a un rôle dans les régions transcrites.  Toutes ces données suggèrent que la méthylation de H3K9 et de H3K36 peuvent être régulées de façon concertée pour aboutir à l’induction de la transcription d’un gène. Dans ce cadre, JMJD2A pourrait intervenir dans le contrôle de la transcription à l’étape d’initiation mais aussi à l’étape d’élongation. De façon intéressante, un article relate une activité  déméthylase  sur H3K9  (en plus  de H3K36) de Rpdh1,  l’homologue des  JMJD2 chez  la  levure  S.cerevisiae,  quand  elle  est  exprimée  dans  des  cellules  mammifère NIH3T3 (Klose et al. 2007a). Chez S.cerevisiae, Rpdh1 déméthyle seulement H3K36, cet organisme  étant  dépourvu  de  méthylation  de  H3K9.  Ceci  constitue  un  argument  en faveur de  la conservation d’un mécanisme de coordination de  la déméthylation de ces deux résidus au cours de l’évolution.   
3 Méthylation de H3K9, JMJD2A et régulation des gènes cibles de E2F 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 La régulation cyclique de  l’expression des gènes cibles de E2F s’accompagne de variations du profil de méthylation de H3K9 sur leur promoteur. Ainsi, le promoteur des gènes cibles de E2F, qui présente un niveau élevé de H3K9me2/3 en phase GO/G1, est déméthylé  sur  ce  résidu  à  la  transition  G1/S,  en  corrélation  avec  l’induction  de l’expression de ces gènes importants pour l’entrée et/ou la progression en phase S. Nos analyses indiquent que ΔN‐JMJD2A intervient dans le contrôle de l’entrée des cellules en phase S et serait impliquée dans ce processus de déméthylation. De même que pour les gènes  musculaires,  la  régulation  transcriptionnelle  des  gènes  cibles  de  E2F  par  la méthylation de H3K9 s’inscrit dans un contexte plus global de modification du paysage chromatinien  au  cours  de  l’induction  ou  de  la  répression  du  gène.  En  plus  de  la déméthylation  de  H3K9,  la  transition  G1/S  est  également  caractérisée  par l’augmentation de H3K4me2/3  sur  le  promoteur des  gènes  cibles  de E2F  au  cours  de leur activation. Cette marque est mise en place par les complexes MLL (MLL1 et MLL2, (Tyagi et al. 2007)). Ce parallèle souligne de nouveau  l’exclusion mutuelle de ces deux marques et  la nécessité de coordonner  la mise en place de  l’une avec  la diminution de l’autre. Ainsi, il est possible que les protéines ΔN‐JMJD2A et MLL agissent dans un même complexe pour induire l’expression des gènes cibles de E2F. La découverte récente déjà mentionnée plus haut d’une interaction entre MLL et JMJD2B dans la régulation du profil de  méthylation  des  promoteurs  cibles  du  récepteur  aux  oestrogènes  appuie  cette hypothèse (Shi et al. 2011). En effet, au vu de la conservation des domaines présents en C‐terminal entre les différents membres de la famille des JMJD2 (y compris ΔN‐JMJD2A), il est probable que ΔN‐JMJD2A conserve cette propriété. Cette étude a également montré que  la déplétion de  JMJD2B  induit  également un arrêt  en G1 des  cellules MCF7. Notre étude montre que la déplétion de JMJD2C a aussi cet effet sur le cycle des cellules C2C12. Il semble donc que plusieurs membres de  la  famille des JMJD2 soit  importante pour  le passage des cellules de la phase G1 à la phase S.  Par  ailleurs,  les  gènes  cibles  de  E2F  sont  ensuite  réprimés  au  cours  du  cycle cellulaire  (après  la  phase  S).  Le  retour  cyclique  à  la  répression  transcriptionnelle implique la déméthylation de H3K4 ainsi que la méthylation de H3K9 des promoteurs de ces  gènes.  Des  données  préliminaires  obtenues  dans  l’équipe  suggèrent  que  l’histone déméthylase  JARID1A/KDM5A  est  responsable  de  la  déméthylation  de  H3K4  pour  la répression des gènes cibles de E2F. En effet, des expériences de ChIP montrent la liaison de KDM5A  au promoteur de Cdc6. De plus, la comparaison de nos données de ChIP on 
Figure 35: Modèle illustrant l’hypothèse de la régulation des gènes cibles de E2F par 
des complexes incluant les histones déméthylases ΔN-JMJD2A et KDM5A. 
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chip  JMJD2A avec celles disponibles dans  la  littérature pour KDM5A a révélé un grand nombre de gènes cibles communs aux deux protéines, suggérant un lien entre les deux. Dans le cas de la répression transcriptionnelle, la déméthylation de H3K4 est couplée à la  méthylation  de  H3K9,  impliquant  encore  l’action  coordonnée  des  enzymes  (potentiellement KDM5A (nos résultats préliminaires), et Suv39h1 (Nicolas et al. 2003). Il  est donc probable qu’elles appartiennent au même complexe répresseur recruté sur les  gènes  cibles  de  E2F.  Un  tel  exemple  de  régulation  concertée  de  la méthylation  de H3K4  et  la  déméthylation  de  H3K9  se  retrouve  au  cours  de  la  formation  de l’hétérochromatine chez  la  levure, où elle est assurée par Lid2 et Clr4 (orthologues de KDM5A  et  de  Suv39h1)  respectivement  au  sein  d’un  complexe  répresseur  (Li  et  al. 2008).   La régulation des gènes cibles de E2F par la méthylation de H3K4 et H3K9 serait donc assurée par  l’activité de deux complexes : un complexe activateur contenant MLL (méthyltransférase  de  H3K4)  et  ΔN‐JMJD2A,  et  un  complexe  répresseur  contenant KDM5A  et  Suv39h1  (méthyltransférase  de  H3K9).  Le  recrutement  contrôlé  de  ces complexes  sur  les  promoteurs  cibles  de  E2F  au  cours  du  cycle  permettrait  ainsi  de passer de  façon cyclique d’un état activé méthylé sur H3K4 à un état réprimé méthyle sur  H3K9  (figure  35).  Cependant,  il  est  intéressant  de  noter  que  KDM5A  est  lié  aux promoteurs  cibles  de  E2F  tout  au  long  du  cycle,  même  quand  les  gènes  sont  activés (résultats  préliminaires de  l’équipe). Des données de  la  littérature présentent KDM5A comme un répresseur ou un activateur. Lid, l’orthologue de levure de KDM5A, participe à l’activation de gènes en recrutant un complexe contenant Set1 (méthyltransférase de H3K4)  et  LSD1  (déméthylase  de  H3K9  dans  ce  cas)  (Li  et  al.  2008).  Dans  cette configuration,  les auteurs démontrent que l’activité H3K4 methyltransférase de Lid est inhibée. Dans notre modèle, il est possible que KDM5A soit également associée à MLL et ΔN‐JMJD2A  sur  les  promoteurs  actifs  ainsi  qu’une  déméthylase  de  H3K9  qui  reste  à identifier (il pourrait s’agir d’une autre JMJD2).  L’étude  de  la  composition  des  différents  complexes  modulant  l’expression  des gènes  cibles  de  E2F  au  cours  du  cycle  sera  nécessaire  pour mieux  comprendre  cette régulation,  le  rôle que  les histones déméthylases y  tiennent,  ainsi que  les mécanismes permettant l’établissement des marques appropriées de façon concertée. Ces recherches permettront de mettre  en évidence  les bases moléculaires de  l’exclusion mutuelle des marques H3K4me et H3K9me sur le génome. 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4 Recrutement des histones déméthylases au promoteur des gènes 
cibles de E2F   La  transcription  des  gènes  cibles  de  E2F  est  donc  tributaire  de  la  liaison  de différents complexes de modificateurs de la chromatine aux promoteurs.  Le  recrutement  préférentiel  de  ΔN‐JMJD2A  et  de  KDM5A    pourrait  être dépendant de la reconnaissance de résidus histones modifiés. En effet, JMJD2A possède un double domaine Tudor en tandem lui permettant de se  lier à H3K4me3,  tandis que KDM5A peut interagir avec H3K9me3 par l’intermédiaire de domaines PHD (Huang et al. 2006)  (Wang  et  al.  2009).  La  reconnaissance  des  résidus méthylés  par  ces  différents modules  pourrait  participer  à  maintenir  la  balance  entre méthylation  de  H3K4  et  de H3K9.  Dans  ce  cas,  le  recrutement  de  ΔN‐JMJD2A  sur  les  gènes  riches  en  H3K4me3 contribuerait au passage vers un état activé, tandis que le recrutement de KDM5A sur les gènes  riches  en  H3K9me3  participerai  à  la  répression  transcriptionnelle.  De  plus,  la reconnaissance de H3K4me3 par une enzyme déméthylant H3K9me3 (et  inversement) permet  aussi  d’expliquer  le  fait  que  ces  marques  sont  mutuellement  excusives.  Ce mécanisme  est  décrit  dans  la  littérature  pour  d’autres  histones  déméthylases.  Ainsi, KDM7B et KDM7C sont recrutées sur les régions régulatrices des ADN ribosomiques par l’intermédiaire  d’une  interaction  avec  H3K4me2/3.  Elles  déméthylent  alors  H3K9  et participent ainsi à l’activation de ces gènes (Feng et al. 2010; Wen et al. 2010).  Le recrutement de ΔN‐JMJD2A pourrait également être dû à une interaction avec les  facteurs  E2F  activateurs.  De  façon  intéressante,  la  comparaison  de  nos  résultats obtenus en ChIP on chip concernant les gènes cibles de JMJD2A avec ceux publiés pour les  gènes  cibles de E2F3 dans  le même modèle  cellulaire  (Asp et  al.  2009) montre un recoupement  non  négligeable  des  deux  jeux  de  données  (20%  des  gènes  cibles  de JMJD2A sont également cibles de E2F3). Ceci suggère que le ciblage de JMJD2A pourrait s’effectuer  par  l’intermédiaire  de  E2F3.  Cette  possibilité  sera  à  tester  en  co‐immunoprécipitation, ainsi que l’interaction de JMJD2A avec les autres E2F activateurs.   D’autre part, il a été décrit dans la littérature une interaction entre JMJD2A et la protéine Rb. JMJD2A a alors un rôle de co‐répresseur (Gray et al. 2005). Nous avons mis en  évidence  que  JMJD2A  est  préférentiellement  recrutée  sur  les  gènes  cibles  de  E2F quand ceux ci sont activés, et nous soupçonnons que le signal observé correspond à ΔN‐
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JMJD2A. Cependant, les expériences de ChIP réalisées avec l’anticorps reconnaissant les deux isoformes montrent une liaison de JMJD2A au promoteur des gènes cibles de E2F en dehors de  la phase S dans  les cellules synchronisées, mais aussi dans  les myotubes sortis du cycle. Or  les gènes cibles de E2F sont réprimés dans ces deux conditions. On peut émettre l’hypothèse que le signal observé en ChIP représente alors la liaison de FL‐JMJD2A, qui agirait dans ce cas comme un répresseur. Ce ciblage de FL‐JMJD2A pourrait s’effectuer  grâce  à    l’interaction  avec  Rb.  Alternativement,  la  liaison  de  FL‐JMJD2A (initialement ciblée par un autre mécanisme) pourrait être stabilisée par la présence de Rb  aux promoteurs  réprimés. On peut  alors  imaginer  que quand  le  gène  est  activé,  le relargage  de Rb  déstabilise  la  liaison  de  FL‐JMJD2A  aux  promoteurs  ou  séquestre  FL‐JMJD2A hors de cette région génique. ΔN‐JMJD2A est alors préférentiellement présente sur ces séquences. Un  tel mécanisme soulignerait  l’importance de  la présence de  l’une ou  l’autre des  isoformes de  JMJD2A dans  les complexes régulateurs pour  influer sur  la transcription des gènes cibles de E2F. Il serait donc intéressant de tester cette hypothèse en analysant  le  recrutement de  JMJD2A sur  les gènes cibles de E2F dans  les différents états  transcriptionnels  après  déplétion  de  FL‐JMJD2A  ou  des  deux  isoformes  dans  les cellules,  et  d’utiliser  un  anticorps  spécifiquement  dirigé  contre  JMJD2A‐FL  pour  les analyses de ChIP.   
5 JMJD2A et cancer    Notre  étude montre  le  rôle  de  co‐activateur  de ΔN‐JMJD2A  sur  la  transcription des gènes cibles de E2F. Une étude récente abordée par une approche en surexpression souligne  l’implication  de  JMJD2A dans  le  contrôle  temporel  de  la  réplication  de  l’ADN (Black et al. 2010). Les auteurs montrent que l’augmentation de l’expression de JMJD2A induit une accélération de  la phase S, en antagonisant  la  liaison de HP1g sur  les zones hétérochromatiniennes que sont les régions satellites. L’excès de JMJD2A dans la cellule induit  la  déméthylation  de  H3K9me3  dans  l’hétérochromatine,  conduisant  à  la réplication  en  début  de  phase  S  de  séquences  d’ADN  normalement  répliquées tardivement. La fonction de JMJD2A serait donc de réguler de façon spacio‐temporelle le processus  de  réplication  en  phase  S  en  antagonisant  la  liaison  de  HP1g,  un  rôle  qui requiert  l’activité  déméthylase  de  la  protéine.  Ces  travaux,  ainsi  que  nos  résultats, soulignent  l’importance  du  rôle  des  protéines  JMJD2A  dans  le  contrôle  de  la 
Figure 36: Expression des isoformes de JMJD2A dans différentes lignées cellulaires. 
L’expression des isoformes de JMJD2A a été analysée par western blot dans les différentes 
lignées cellulaires de cancer du colon indiquées. L’anticorps utilisé reconnaît l’extrémité C-
terminale de JMJD2A. 
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prolifération cellulaire et notamment de l’entrée et de la progression en phase S, à la fois au niveau transcriptionnel et au niveau du mécanisme de réplication de l’ADN.  Le  contrôle  de  la  prolifération  des  cellules  est  crucial  et  sa  dérégulation  est caractéristique  du  processus  de  cancérisation.  En  accord  avec  leur  fonction  de régulateurs  de  la  prolifération,  les  enzymes  de  la  famille  des  JMJD2  sont  retrouvées surexprimées  dans  de  nombreux  cancers.  Ainsi,  la  protéine  JMJD2C  a  initialement  été nommée  GASC1  (pour  Gene  Amplified  in  Squamous  Carcinoma)  en  raison  de  sa dérégulation  dans  les  cancers  squameux  de  l’œsophage  (Cloos  et  al.  2006).  De  plus, JMJD2A, B et C sont surexprimés dans les cancers de la prostate, ce qui au moins pour JMJD2C peut être relié à sa fonction de co‐activateur des gènes cibles du récepteur aux androgènes,  et  dans  les  cancers  du  sein.  Cependant,  le mécanisme  général  expliquant comment la surexpression des JMJD2 peut agir sur la prolifération cellulaire pour mener au cancer n’a pas encore été élucidé dans la littérature. Nos travaux concernant les gènes cibles  de  E2F  permettrons  d’apporter  un  élément  de  réponse.  En  outre,  des  résultats préliminaires que j’ai obtenus au cours de ma thèse suggèrent que la balance entre FL‐JMJD2A et ΔN‐JMJD2A est  importante dans  le processus de cancérisation. L’analyse de l’expression  des  deux  isoformes  par Western  blot  dans  différentes  lignées  cellulaires montre  que  le  ratio  FL‐JMJD2A/ΔN‐JMJD2A  est  altéré  dans  la majorité  des  lignées  de cancer du colon testées (à l’exception des HCT116), en faveur de ΔN‐JMJD2A (figure 36). Cette  observation  devra  être  corrélée  à  différents  critères  tels  que  l’état  de différenciation des  cellules,  leur  capacité proliférative,  ainsi que  le  statut de Rb et des facteurs  E2Fs.  Ainsi,  la  dérégulation  du  ratio  entre  les  deux  isoformes  de  JMJD2A pourrait participer à  la  transformation cellulaire.  Il  apparaît donc essentiel de  creuser plus  en  détail  cette  hypothèse.  Dans  ce  contexte,  l’étude  de  l’appartenance  des  deux isoformes à des complexes qui pourront s’avérer similaires ou distincts apporterait plus d’informations.  
6 ΔN­JMJD2A : un catalyseur de déméthylation sans activité catalytique   Mes  travaux  de  thèse  démontrent  que  ΔN‐JMJD2A  est  un  co‐activateur transcriptionnel. Dans le cas des gènes spécifiques du muscle, j’ai pu montrer que cette fonction passe par la déméthylation de H3K9me2/3 au niveau des promoteurs. Or, cette 
Figure 37: Hypothèse du masquage de sites d’interaction par repliement 
intramoléculaire de FL-JMJD2A. 
Dans la conformation dite « tête bêche » des homodimères de FL-JMJD2A, la partie N-
terminale d’une protéine interagit avec la partie C-terminale de l’autre (situation A). Si la 
protéine FL-JMJD2A est capable d’adopter ce repliement en intramoléculaire, certains sites 
d’interaction avec des partenaires sont inaccessibles (situation B). Ces sites présents dans 
l’extrémité C-terminale, sont disponibles dans la protéine DN-JMJD2A qui peut alors interagir 
avec ses partenaires (situation C). 
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petite  isoforme est dépourvue de  la partie N‐terminale de  la protéine pleine  taille, qui contient l’activité déméthylase.  On  peut  s’interroger  sur  l’intérêt  d’utiliser  un  variant  tronqué  sans  activité calatytique à la place de la protéine pleine taille. Il est possible que ce soit un moyen de moduler  les  complexes  protéiques  présents  sur  une  séquence  régulatrice  pour  établir l’état  transcriptionnel  approprié.  L’interactome de  la protéine pleine  taille  serait  alors différent  de  celui  du  variant  inactif.  La  présence  du  domaine  N‐terminal  de  la  forme pleine  taille  (qui n’est pas présent dans ΔN‐JMJD2A) pourrait  lui permettre d’interagir avec  des  partenaires  spécifiques,  ce  qui  induirait  sa  relocalisation  en  dehors  du compartiment  chromatinien  et  permettrait  la  liaison  préférentielle  de  ΔN‐JMJD2A  sur les gènes cibles. Dans  la mesure où  les deux protéines partagent  les mêmes domaines d’interaction protéine‐protéine en C‐terminal, comme c’est le cas pour les isoformes de JMJD2A,  la  variation  d’interactome  peut  être  également  dûe  à  un  changement  de conformation.  Par  exemple,  la  protéine  entière  pourrait  adopter  un  repliement intramoléculaire  tel  que  certains  domaines  d’interaction  accessibles  pour  les partenaires dans le variant seraient masqués dans la forme pleine taille. Il est décrit que la protéine JMJD2A pleine taille est capable de se dimériser (Shin and Janknecht 2007b). On peut penser que cette dimérisation reflète la capacité de la partie N‐terminale de la protéine à  interagir avec la partie C‐terminale,  les homodimères se formant alors dans une  conformation  tête  bêche.  FL‐JMJD2A  serait  alors  capable  de  se  replier  sur  elle‐même,  masquant  ainsi  certains  domaines  d’interaction  présents  dans  l’extrémité  C‐terminale,  conservés  et  accessibles  dans ΔN‐JMJD2A  (cette  hypothèse  est  schématisée en  figure 37). De  façon  intéressante,  les  expériences que nous  avons  réalisées dans  le laboratoire  montrent  que  l’expression  de  toutes  les  constructions  que  nous  avons utilisés  qui  codent  pour  des  protéines  tronquées  de  la  partie  N‐terminale  de  JMJD2A récapitulent les effets de ΔN‐JMJD2A sur l’induction de la différenciation musculaire. La surexpression  de  la  forme  pleine  taille  n’a  pas  d’activité  pro‐myogénique.  Ces observations appuient l’hypothèse d’une incapacité de la forme pleine taille à  interagir avec certains partenaires pour promouvoir la différenciation.  Les  données  de  la  littérature  présentent  FL‐JMJD2A  comme  un  répresseur transcriptionnel,  du  gène  ASCL2  quand  elle  s’associe  avec  NCor  et  de  certains  gènes cibles de E2F en complexe avec Rb (Gray et al. 2005; Zhang et al. 2005).  Il  semblerait donc que la forme FL‐JMJD2A réprime la transcription de certains gènes, tandis que ΔN‐
Figure 38: Répartition des protéines FL-JMJD2A et ΔN-JMJD2A dans des complexes 
multiprotéiques. 
Après séparation des protéines en conditions natives sur une colonne d’exclusion, la 
présence des isoformes de JMJD2A dans les différentes factions obtenues est analysée en 
western blot. L’anticorps utilisé reconnaît l’extrémité C-terminale de JMJD2A. 
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JMJD2A  est  un  activateur.  L’analyse  des  protéines  associées  à  ces  deux  isoformes  est cruciale  pour  comprendre  les  mécanismes  moléculaires  sous‐jacents.  Une  première approche par gel filtration m’a permis de voir que FL‐JMJD2A et ΔN‐JMJD2A ne sont pas exactement  coéluées  dans  les  mêmes  fractions,  obtenues  après  passage  d’extraits nucléaires de cellules  jurkatt dans une colonne Superdex S400  (figure 38). Ce  résultat montre  que  les  deux  isoformes  font  parties  de  complexes  distincts  qui  restent  à caractériser.  Pour  cela,  une  approche  de  purification  par  affinité  en  tandem  (Tap‐tag) sera  privilégiée.  Ces  analyses  permettront  de mieux  comprendre  le  rôle  respectif  des deux isoformes de JMJD2A dans la régulation de la transcription. Les  résultats  que  j’ai  obtenus  suggèrent  que  ΔN‐JMJD2A  recrute  une  autre déméthylase  spécifique  de  H3K9  sur  les  promoteurs  musculaires.  L’exemple  du recrutement d’une enzyme de modification de la chromatine par une protéine tronquée sans  activité  catalytique  propre  n’est  pas  sans  précédent. Ainsi,  la  protéine  DNMT3L (pour  DNMT3  Like)  appartient  à  la  famille  des  méthyltransférases  de  l’ADN mais  ne possède pas d’activité. Elle est impliquée dans l’établissement de la méthylation de novo de  l’ADN  dans  les  cellules  germinales  (Bourc'his  et  al.  2001)  et  interagit  avec  les enzymes DNMT3A et DNMT3B, mais pas DNMT1 (Suetake et al. 2004). Des travaux plus récents proposent que DNMT3L, en reconnaissant  le résidu H3K4 non modifié, permet de cibler la méthylation de novo au niveau des régions régulatrices appropriées (Ooi et al. 2007; Ooi et al. 2009). Le cas de MLL5, un régulateur de la famille MLL qui ne possède pas  d’activité  histone  méthyltransférase,  est  également  intéressant.  Cette  protéine participe à la méthylation de H3K4 sur le promoteur lors de l’activation du gène codant pour  la  cycline  A,  exprimée  en  phase  S  (Sebastian  et  al.  2009).  Dans  cette  étude,  les auteurs montrent que MLL5 empêche  la  liaison de complexes Swi/Snf  répresseurs.  Ils n’adressent pas  la question du  recrutement  éventuel d’une méthyltranférase de H3K4 mais  on  peut  imaginer  que  ce  soit  le  cas.  Enfin,  la  régulation  transcriptionnelle  de certains  gènes  cibles  des  facteurs  MEF2  implique  la  protéine  MITR  (ou  HDAC9), fortement  exprimée  dans  les  tissus  musculaires  (Zhang  et  al.  2001).  Générée  par épissage  alternatif,  MITR  est  dépourvu  de  domaine  catalytique  mais  est  pourtant nécessaire  à  la  déacétylation  de  ses  promoteurs  cibles  grâce  au  recrutement  d’autres histones  déacétylases  (Petrie  et  al.  2003)  (Mejat  et  al.  2005).  Tous  ces  exemples illustrent  l’importance des variants d’enzymes de modification dans  la régulation de  la chromatine,  notamment  ceux  qui  ne  possèdent  pas  d’activité  catalytique.  De  façon 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intéressante,  une  étude  récente  montre  que  49%  des  enzymes  de  modifications présentent des variants d’épissage, dans lesquels le domaine catalytique ou un domaine d’interaction est affecté pour la majorité des cas (Lois et al. 2007).  La fonction de tous ces variants peut s’expliquer par  leur  intégration dans des complexes multiprotéiques, soulignant l’importance de l’étude de ces complexes et notamment de la proportion de l’intégration de variants par rapport aux protéines pleine taille. 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CONCLUSION GENERALE  Mes  travaux de  thèse ont permis de mettre en évidence  l’existence d’une petite isoforme  de  l’histone  déméthylase  JMJD2A  qui  n’avait  pas  encore  été  caractérisée,  et  son rôle important dans la régulation transcriptionnelle.  En  effet,  cette  protéine,  que  nous  avons  nommée  ΔN‐JMJD2A  car  elle  est dépourvue  de  l’extrémité  N‐terminale  de  la  forme  pleine  taille,  est  nécessaire  à l’induction  des  gènes  spécifiques  de  tissus  lors  de  la  différenciation  musculaire.  Le mécanisme d’action de ΔN‐JMJD2A implique  la déméthylation de  la marque répressive H3K9me2/3  au  niveau  des  promoteurs  cibles.  Par  ailleurs,  ΔN‐JMJD2A  semble également  avoir  cette  fonction  de  co‐activateur  transcriptionnel  au  niveau  des  gènes cibles  de  E2F,  et  contribue  au  contrôle  du  cycle  cellulaire.  ΔN‐JMJD2A  apparaît  donc comme un acteur important du contrôle de la différenciation musculaire, à la fois pour réguler la prolifération cellulaire et l’expression de gènes spécifiques du muscle. D’autre  part,  ΔN‐JMJD2A  est  impliquée  dans  le  contrôle  de  la  méthylation  de H3K9 mais ne possède pas d’activité catalytique, ce qui suggère son intégration avec une autre  histone  déméthylase.  L’exemple  du  mode  d’action  de  ΔN‐JMJD2A  souligne  la complexité  de  la  régulation  fine  de  l’expression  génique  par  les  complexes multiprotéiques modifiant la chromatine ainsi que l’importance des variants d’enzymes de modification dans ce contexte. 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Histone demethylases in chromatin
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The ‘histone code’ hypothesis states that chromatin-based regulation of nuclear processes such as transcription
is brought about by the combination of distinct modifications (histone marks) at specific loci. Its correct estab-
lishment involves chromatin cross-talks, ensuring an ordered and concerted deposition/removal of a particular
set of modifications that act together to give the correct transcriptional outcome. Histone methylation on lysine
residues can negatively or positively impact on gene transcription, depending on the residue and on its degree of
methylation. Thanks to this complexity and given the number of chromatin ‘readers’ that can recognize methylated
lysine residues, histone methylation plays a very special role in specifying the various chromatin states. The recent
discovery of histone demethylases, which represent a large family of enzymes often containing histone modification
binding modules, sheds new light on cross-talk mechanisms involving methylated residues. In the present review,
after a brief overview of the various families of histone demethylases, we describe the different mechanisms by
which they participate in chromatin cross-talks and how these mechanisms are integrated to achieve the mutual
exclusion or the link between chromatin marks, leading to the establishment of the correct histone code.
Introduction
In eukaryotes, the genome is packaged into chro-
matin, a highly ordered structure composed of DNA
and proteins, most of which are histones. The funda-
mental basic unit of chromatin is the nucleosome
composed of approx. 146 bp of DNA wrapped
around an octamer of histones composed of two
copies of H2A, H2B, H3 and H4. The compac-
tion level of chromatin structure is very dynamic
(through nucleosome repositioning or eviction as well
as highly ordered restructuring) and participates in
the regulation of all nuclear processes requiring ac-
cess to the DNA molecule such as transcription,
1To whom correspondence should be addressed (email dtrouche@cict.fr).
Key words: chromatin, histone modification, transcription, histone
methylation, histone demethylase.
Abbreviations used: AR, androgen receptor; ChIP, chromatin
immunoprecipitation; CTD, C-terminal domain; RING, really interesting new
gene; dRAF, Drosophila RING associated factors; ER, oestrogen receptor; ES
cell, embryonic stem cell; HAT, histone acetyltransferase; HDAC, histone
deacetylase; HOX, homeobox; JARID, Jumonji/ARID domain-containing
protein; JmjC domain, Jumonji C-terminal domain; KDM, lysine demethylase;
KMT, lysine methyltransferase; LSD1, lysine-specific demethylase 1; MLL,
mixed leukaemia lineage; P/CAF, p300/CREB (cAMP-response-element-
binding protein)-binding protein-associated factor; PcG, polycomb group;
Pelp1, proline glutamic acid- and leucine-rich protein 1; PHD, plant
homeodomain; PKCβI, protein kinase C beta I; Rb, retinoblastoma protein;
RBP2, Rb binding partner 2; TSS, transcription start site.
replication or DNA repair. Chromatin structure is
also involved in organizing the genome in large
chromatin domains in interphasic nuclei, such as
heterochromatin and euchromatin. Heterochromatin
represents the most condensed state of chromatin
in interphasic nuclei, is rich in repetitive se-
quences present in pericentric regions (around the
centromeres) and telomeres, whereas euchromatin is
a more open structure that contains most of the genes
and is considered as transcriptionally competent.
Various mechanisms are known to regulate chro-
matin structure, including DNA methylation, in-
corporation of histone variants, ATP-dependent
chromatin remodelling and post-translational modi-
fications of histones. Indeed, histones can be acet-
ylated on lysine (K) residues, methylated on lysine
and arginine (R) residues, phosphorylated on ser-
ine and threonine (S/T) residues or ubiquitinated/
Post-translational modifications of histones: Nucleosomal histones can
be modified by the addition of various chemical moieties in a
post-translational manner. Post-translational modifications of histones
include acetylation, methylation, phosphorylation, ubiquitination,
SUMOylation and ADP-ribosylation. Most of them are found on the
N-terminal tails of histones, but they can also occur on their C-terminal part
or in their globular domain. The deposition/removal of histone
post-transcriptional modifications is mediated by specific enzymes and is
one of the mechanisms that regulate chromatin structure.
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SUMOylated on lysine residues. Many of these
modifications occur on the N-terminal tails of his-
tones that emerge from the nucleosome, although
some residues located at the C-terminus or within
the histone globular domain can be modified as
well. Modifications are named according to the
position of the residue in a particular histone
(H3K9ac for acetylated Lys-9 of histone H3, for ex-
ample) (Campos and Reinberg, 2009; Kouzarides,
2007). Post-translational modifications of histones
are established by specialized enzymes. Histones are
acetylated byHAT [histone acetyltransferase; or KAT
(lysine specific acetyl transferase)] and de-acetylated
byHDACs (histone deacetylases). Methylation is me-
diated by histone methyltransferases [KMTs (lysine
methyltransferases)] and removed by the recently
identified histone demethylases [KDMs (lysine
demethylases)], both exhibiting high residue spe-
cificity (see Figure 2 and the paragraph below) (Kouz-
arides, 2007).
A challenge in the last few years has been to de-
cipher how these modifications participate in gene
regulation. Many studies using ChIP (chromatin im-
munoprecipitation) coupled or not to genome-wide
technologies (ChIP-on-chip and ChIP seq) have led
to the paradigm that the presence of modifications
at specific loci is involved in transcription control
(Campos and Reinberg, 2009). As such, histone acet-
ylation on lysine residues in both the promoter and
coding regions of genes largely correlates with tran-
scriptional activation. Histone methylation is more
complex and can be associated with either gene activ-
ation or gene repression depending on themethylated
residue and the degree of methylation, since lysine
residues can be mono-, di- or tri-methylated (me1,
me2 or me3). Moreover, a given methylated mark is
often associated with a specific position along the
gene sequence, either in the 5′-regulatory region,
around the TSS (transcription start site) or down-
stream of it in the coding region, regulating either
transcription initiation or elongation. For example,
methylation of Lys-9 of histone H3 (H3K9me3/me2)
on promoters and methylation of Lys-27 of histone
H3 (H3K27me3) on promoters and also on the gene
coding region correlate with transcriptional repres-
sion (see Figure 1). In contrast, methylation of Lys-4
of histone H3 (H3K4me3) around the transcription
start site as well as methylation of Lys-79 (me1, me2
or me3) and Lys-36 (me3) on the gene coding re-
gion are associated with gene activation (Campos and
Reinberg, 2009; Kouzarides, 2007; Li et al., 2007).
According to the so-called ‘histone code’ hypo-
thesis, the combination of distinct chromatin modi-
fications specifies the transcriptional output of genes
by imposing a particular chromatin environment.
These marks could thus constitute information read
by transcriptional effectors (Jenuwein and Allis,
2001). Indeed, various chromatin domains recogniz-
ing histone modifications have been characterized,
such as bromodomains that can recognize acetylated
residues, or chromodomains, TUDOR or PHD (plant
homeodomain) domains that can bind to methyl-
ated lysine residues (Taverna et al., 2007). Theoret-
ically, the large number of possible histone modific-
ations creates the potential for an extremely complex
regulatory code. However, advances in the analysis
of whole genome-wide studies revealed that histone
modifications occur in a few independent combin-
ations with one modification very often associated
with the same set of marks on multiple target loci
(Karlic et al., 2010; Kharchenko et al., 2010; Ucar
et al., 2011;Wang et al., 2008). That a limited num-
ber of histone modification patterns are found on
chromatin to dictate transcriptional outputs suggests
that the various histone marks are linked and set up
in a co-ordinated manner to specify the appropriate
transcription levels.
That several marks are deposited together or by
contrast in a mutually exclusive manner depends on
the co-ordinated action of chromatin-modifying en-
zymes. The co-localization of various marks at the
same locus (such as H3K4 methylation and histone
acetylation) implies that the recruitment or the activ-
ities of the modifying enzymes are interdependent.
Histone KDMs: Histone KDMs are specialized enzymes that can remove the methyl groups from histone lysine residues. These enzymes present a high level of
substrate specificity in terms of residue and degree of methylation. They are classified into two large families: one composed of flavin-monoamine oxidases and
the second containing hydroxylases that can possess the ability to demethylate trimethylated lysine residues.
Histone code hypothesis: According to the histone code hypothesis, proposed in 2001, the histone post-translational modifications pattern on a genomic locus
participates in specifying the correct transcriptional outcome. It implies that the reading of the ‘histone code’, previously established by the ‘writers’, by
dedicated proteins (‘readers’) is important to regulate transcriptional activation and repression.
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Figure 1 Schematic representation of transcription-linked histone methylation
Four different chromatin states with respect to transcription are shown: from top to bottom, repressed promoters, RNA poly-
merase II-primed promoters [as defined for MyoD-regulated genes by Aziz et al. (2010)], active promoters (A) and the so-called
‘bivalent promoters’ (B) (developmentally regulated genes that can be either expressed or repressed depending on the differen-
tiation pathway). For the various chromatin states, the location of the major histone methylation sites is indicated with respect
to promoters or coding regions, as well as the characterized enzymatic activities that can mediate changes from one state to
another. The number of points illustrates the methylation degree of the residue (trimethylation: ; dimethylation: ). Red
points specify repression-associated histone methylation and green points, activation-associated histone methylation.
The mutually exclusive deposition of marks (such as
H3K4 and H3K9 methylation) underlines that the
activities and/or recruitment of modifying enzymes
are controlled in order to avoid both modifications
to be present at the same place. Such communica-
tions between the various histone modifying enzymes
and the various histone marks are called chromatin
cross-talks. Chromatin cross-talks could involve the
presence of two chromatin-modifying enzymes in the
same complex, the recruitment or the exclusion of
a modifying enzyme by an existing histone modi-
fication or changes in substrate recognition (when a
pre-existing modification influences the activity of an
enzyme).
The discovery in 2004 of histone demethylases
has broken the dogma that methylation of histones
is an enzymatically irreversible state, and opened a
large research area to understand how these modi-
fications are set up in order to control the fine-
tuning of gene expression (Bannister and Kouzarides,
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2005). In common with their counterparts HAT
and HDAC, which regulate histone acetylation, it
now appears that KMT and KDM are important
players in transcription control. Although histone
methylation was considered as a stable mark, his-
tone methylation was proposed, before the discov-
ery of KDM, to specify transcriptionally repressed
or active genes. As such, enzymes regulating the
histone methylation status play a key role in set-
ting up the various histone codes. The involvement
of histone methyltransferases in transcription cross-
talks has been reviewed elsewhere (Lee et al., 2010;
Suganuma and Workman, 2008). The discovery of
KDMs has not only provided new information about
the dynamic behaviour of histone methylation, but
has also opened a new field of investigation on how
histone cross-talks involving methylated marks are
set up in a co-ordinated manner. Indeed, KDMs
are known to be highly specific, not only for a given
residue, but also for its degree of methylation. In
addition, they often contain histone modifications
binding domains, making them ideal candidates for
participating in chromatin cross-talks. In the present
review, following a brief overview of the various fam-
ilies of histone demethylases [for a more complete
description, see the reviews Mosammaparast and Shi
(2010) and Pedersen and Helin (2010)], we will
present very recent advances, highlighting their cru-
cial role in chromatin cross-talks.
Histone lysine demethylases
Since their discovery in 2004, histone demethylases
have been extensively studied and they are now con-
sidered as crucial regulators of chromatin biology (Shi
et al., 2004). As such, they have been involved in the
regulation of gene expression during cell fate de-
cisions, as well as in the organization of chromatin
structure. Two families of histone demethylases have
been described with respect to the demethylation
mechanism (Allis et al., 2007; Shi and Whetstine,
2007) (see Table 1 for a description of all known
mammalian histone demethylases).
The LSD1 (lysine-specific demethylase 1) fam-
ily currently contains only two members, LSD1/
KDM1A and LSD2/KDM1B (Karytinos et al.,
2009; Shi et al., 2004). These enzymes are flavin-
monoamine oxidases that can remove mono- and di-
methylated states. In mammals, LSD1 has a double
specificity towards H3K9me/me2 and H3K4me1/2
(see Table 1 for the specificity of mammalian KDMs),
two marks that have opposite effects on transcrip-
tion. The yeast or Drosophila homologues of LSD1
demethylate only H3K4me1/2 or H3K9me1/2 re-
spectively. LSD2 was first described to be strictly
specific for H3K4me1/2 but later on shown to de-
methylate H3K9me2 as well (Karytinos et al., 2009;
van Essen et al., 2010). LSD2 differs from LSD1 by
the presence of a zinc-finger domain (Karytinos et al.,
2009). Despite their homology, LSD1 and LSD2 have
distinct functions. LSD1 is involved in both tran-
scriptional repression and activation of specific genes,
due to its substrate specificity that can switch from
H3K4 to H3K9 depending on which proteins it as-
sociates with. Indeed, in association with AR (andro-
gen receptor), LSD1 demethylates H3K9 and so acts
as a transcriptional activator (Metzger et al., 2005;
Wissmann et al., 2007). In contrast, when LSD1 is
associated with the co-repressor coREST, it triggers
demethylation of H3K4 and represses transcription
of target genes (Lee et al., 2005; Shi et al., 2005; Yang
et al., 2006). New data indicate that LSD1 substrate
specificity can be dictated by a phosphorylation event
on the histone H3 tail, involving a cross-talk between
H3T6 and LSD1 that will be discussed below
(Metzger et al., 2010). Interestingly, orthologues of
LSD1 are involved in heterochromatin formation
in Drosophila and yeast, although through differ-
ent mechanisms (Lan et al., 2007b; Rudolph et al.,
2007). Of note, mammalian LSD1 can demethylate
non-histone proteins, such as p53 or E2F1, to mod-
ulate their activity (Huang et al., 2007; Kontaki and
Talianidis, 2010; Wang et al., 2009b). LSD2 has a
general role in polymerase II-dependent transcription
at the step of elongation, demethylating H3K4me2
in transcribed regions (that are H3K36me3-rich)
in association with the H3K9-specific G9a histone
methyltransferase and elongation factors. In this case,
LSD2 participates in the activation of its target genes
expression (Fang et al., 2010). Moreover, LSD2 is
involved in the establishment of genomic imprinting
Histone cross-talks: Histone cross-talks define the conversation that occurs between distinct modified residues. Indeed, the presence of one modification can
affect the deposition or the removal of others on the same or neighbouring nucleosomes. The existence of histone cross-talks suggests that the different
chromatin modification enzymes act in a co-ordinated manner to establish specific histone modification patterns.
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Table 1 List of mammalian lysine histone-demethylases (KDM) with new nomenclature from KDM1 to KDM8
Other current names of these demethylases are indicated, as well as substrate specificity and the methylated residue they bind to
via a specialized domain in their primary sequence indicated in brackets.
KDM Other names Substrate specificity Docking site
KDM1A LSD1 H3K4me1/2
H3K9me1/2
KDM1B LSD2 H3K4me1/2
KDM2A JHDM1A H3K36me1/2
KDM2B JHDM1B H3K36me1/2
KDM3A JMJD1A/JHDM2A H3K9me1/2
KDM3B JMJD1B/JHDM2B none described
KDM4A JMJD2A/JHDM3A H3K9me2/3 H3K4me3/H4K20me3 (Tudor)
H3K36me2/3
KDM4B JMJD2B H3K9me2/3
H3K36me2/3
KDM4C JMJD2C/GASC1 H3K9me2/3
H3K36me2/3
KDM4D JMJD2D H3K9me3
KDM5A JARID1A/RBP2 H3K4me2/3 H3K9me3 (PHD)
KDM5B JARID1B/PLU-1 H3K4me2/3 H3K9me3 (PHD)
KDM5C JARID1C/SMCX H3K4me2/3 H3K9me3 (PHD)
KDM5D JARID1D/SMCY H3K4me2/3
KDM6A UTX H3K27me2/3
KDM6B JMJD3 H3K27me2/3
KDM6C UTY none described
KDM7A KIAA1718 H3K9me1/2 H3K4me3 (PHD)
H3K27me1/2
KDM7B PHF8 H3K9me1/2 H3K4me2/me3 (PHD)
H3K27me1/2
KDM7C PHF2 H3K9me1/2 H3K4me2/me3(PHD)
KDM8 JMJD5 H3K36me2
(Ciccone et al., 2009) and the activation of NF-κB
(nuclear factor κB)-target genes (van Essen et al.,
2010).
The second family of histone demethylases is con-
stituted by all other known demethylases character-
ized so far, having in common the JMJC domain
(Jumonji C-terminal domain) carrying the demethyl-
ase activity. They are Fe2+ - and α-oxoglutarate-
dependent hydroxylases able to remove all degrees
of methylation, including trimethylation, in contrast
with LSD1 and LSD2 (Shi and Whetstine, 2007).
All were found specific to lysine residues, except
JMJD6, which demethylates arginine residues. They
are subdivided into different clusters according to
phylogenic relatedness and the presence of conserved
domains in their primary sequences, including in par-
ticular zinc-finger, PHD, Tudor and ARID (AT-rich
interaction domain) domains. These different sub-
groups represent multigenic families that have been
conserved during evolution.
The mammalian KDM2 histone demethylases
KDM2A/JHDM1A and KDM2B/JHDM1B are
highly specific to H3K36me2. However, an
H3K4me2 demethylase activity was also reported for
KDM2B (Frescas et al., 2007; Tsukada et al., 2006).
KDM2A and KDM2B display distinct subnuclear
localization, with KDM2B being concentrated in
the nucleolar compartment, indicating that they
possess specific physiological functions. KDM2A
and KDM2B play a repressive role in both RNA
polymerase I- and RNA polymerase II-dependent
transcription genes through a mechanism involving
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their H3K36me2 demethylase activity (Frescas et al.,
2007; He et al., 2008; Lu et al., 2009; Tanaka et al.,
2010). KDM2A contributes to chromatin architec-
ture of centromeric heterochromatin by repressing
transcription of centromeric satellite repeats (Fres-
cas et al., 2008; Tanaka et al., 2010). Very recently,
it was shown to demethylate H3K36me2 at un-
methylated CpG island-containing promoters, dis-
criminating CpG islands from bulk chromatin. This
demethylation event does not directly impact on tran-
scriptional status, butmay provide a chromatin envir-
onment permissive for transcription through a mech-
anism that remains to be determined.
The KDM3 cluster contains three members (A–
C) in mammals. So far, only KDM3A/JMJD1A
was reported as a histone demethylase, specific
for H3K9me1/2. KDM3A has been involved in
transcriptional activation of metabolic genes, AR-
target genes and genes important for spermatogenesis
(Okada et al., 2007; Yamane et al., 2006). Moreover,
KDM3A also controls the reprogramming of stem
cells into neural cells, in co-ordination with the G9a
histone methyltransferase (Ma et al., 2008). Proteins
of the KDM3 family have also been involved in the
response to hypoxia. All three proteins are induced in
reduced oxygen conditions. Accordingly, KDM3A is
important for the expression of HIF-inducible gene
expression in hypoxia (Krieg et al., 2010).
The mammalian KDM4/JMJD2/JHDM3 subfam-
ily contains four proteins, KDM4A–D. Notice-
ably, they were the first described enzymes able
to demethylate trimethylated lysine residues. They
display a double specificity towards H3K9 and
H3K36 residues, either tri- or di-methylated, with a
preference for the trimethylated state (Cloos et al.,
2006; Fodor et al., 2006; Klose et al., 2006). In-
terestingly, KDM4 histone demethylases were also
found to demethylate Lys-26 of histone H1 iso-
type 4 (H1.4K26) and to have non-histone sub-
strates such as G9a (Ponnaluri et al., 2009; Trojer
et al., 2009). Except for JMJD2D, they all contain
in their C-terminal part a PHD as well as a Tu-
dor domain. The Tudor domain of JMJD2A medi-
ates an interaction with H3K4me3 and H4K20me1.
To date, the most studied member of this fam-
ily, JMJD2C, was only described as a transcrip-
tional co-activator. Its involvement in AR activa-
tion, together with LSD1, has been well documented
(Wissmann et al., 2007). In addition, JMJD2C is im-
portant for self-renewal of ES (embryonic stem) cells
through the regulation of nanog expression during
embryonic development (Loh et al., 2007). By con-
trast, JMJD2Awas mainly described as a co-repressor
(Gray et al., 2005; Zhang et al., 2005). For example,
through an association with the nuclear receptor–
co-repressor complex, JMJD2A represses the Ascl2
gene (expressed during the development of extra-
embryonic trophoblast lineages but silenced in other
tissues) (Zhang et al., 2005). In addition, JMJD2A
interacts with HDACs and Rb (retinoblastoma pro-
tein) (Gray et al., 2005) to repress E2F-target genes.
Conversely, JMJD2A has been described as a co-
activator of AR-target genes (Shin and Janknecht,
2007). Most of the KDM4 subfamily enzymes are
up-regulated in some cancers and on this basis have
been postulated to participate in the control of cellu-
lar proliferation (Cloos et al., 2006; Whetstine et al.,
2006). Accordingly, a recent report showed that
overexpressed JMJD2A shortened S-phase by allow-
ing late replicating genomic foci to be replicated
earlier, through a mechanism that depends on H3K9
and HP1γ and requires the demethylase activity of
JMJD2A (Black et al., 2010).
The KDM5/JARID1 subfamily contains four
members in mammals, KDM5A/JARID1A (JARID
is Jumonji/ARID domain-containing protein)/RBP2
(Rb binding partner 2), KDM5B/JARID1b/
PLU1, KDM5C/JARID1C/SMCX and KDM5D/
JARID1D/SMCY. They display specificity towards
H3K4me2/3 (Iwase et al., 2007; Klose et al., 2007;
Yamane et al., 2007). In addition to the Jmj catalytic
motif and the PHD and zinc-finger-interacting do-
mains, they contain theARIDdomain that is the hall-
mark of this family and confers binding to DNA in a
sequence-specificmanner (Tu et al., 2008). One of the
three PHD domains of RBP2 recognizes H3K4me3
in mammals [PHD3 (Wang et al., 2009a)] and
H3K9me3 in yeast [PHD2 (Li et al., 2008)]. RBP2
was discovered in a search for Rb binding partners
and, based on this, initially called RBP2 (Rb binding
partner 2). RBP2 is involved in transcriptional regu-
lation of both cell cycle and differentiation-associated
genes, in an Rb-dependent manner (Benevolenskaya
et al., 2005). RBP2 participates in the stable repres-
sion of E2F-dependent genes in terminally differenti-
ated cells in co-operation with the co-repressor Sin3
(van Oevelen et al., 2008). RBP2 also participates
in the transcriptional repression of genes regulated
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by the Notch pathway (Liefke et al., 2010). PLU1
plays a role in cell fate decisions of ES cells by block-
ing differentiation (Dey et al., 2008) and functions
as a transcriptional repressor in association with Pax9
and BF/FoxG1, involved in neural and neural crest
development respectively (Tan et al., 2003). PLU1 is
overexpressed in a variety of cancers (testis, breast,
bladder cancer and melanoma) and has recently been
shown to be overexpressed in a low-cycling cell sub-
population in aggressivemelanoma tumours required
for continuous tumour cell growth (Roesch et al.,
2010). The yeast homologue of KDM5B (Lid2) par-
ticipates in heterochromatin formation by demethyl-
ating H3K4 (see below). SMCX was reported as a
causal gene for X-linked mental retardation (Jensen
et al., 2005). It acts as a transcriptional repressor
in association with the REST (repressor element 1-
silencing transcription factor) complex containing
also HDAC1/2 and the H3K9methyltransferase G9a
that inhibits the expression of neural genes in non-
neural tissues (Tahiliani et al., 2007). SMCY was de-
scribed as a transcriptional repressor of developmental
genes in human embryonic kidney cells. Indeed,
SMCY was shown to be recruited to the engrailed 2
gene promoter in association with the polycomb-like
protein Ring6a/MBLR. The function of SMCY is to
demethylate H3K4me3 at the 5′-end of the engrailed
2 gene, modulating the recruitment of the remod-
elling complex NURF (that binds H3K4me3) and
the basal transcription machinery (Lee et al., 2007a).
SMCY has also been involved in the regulation of
chromatin compaction during spermatogenesis, in as-
sociation with the meiosis regulatory protein, MSH5
(Akimoto et al., 2008).
JARID2 has been first classified as a histone de-
methylase and is more related to the JARID1 fam-
ily. However, substitution of essential residues in the
JmjC domain is predicted to abrogate its demethylase
activity. As such, JARID2 does not function as a stricto
sensus histone demethylase andwe chose not to present
it in this review. Recent reports have described its role
in the regulation of PcG (polycomb group) protein-
targeted genes and have been reviewed elsewhere
(Landeira and Fisher, 2011).
The mammalian KDM6 cluster contains three pro-
teins: KDM6A/UTX, KDM6B/JMJD3 and UTY.
No demethylase activity has been described so
far for UTY, but UTX and JMJD3 demethylate
H3K27me2/3 with a preference for H3K27me3
(Agger et al., 2007; Hong et al., 2007; Lan et al.,
2007a; Lee et al., 2007b). These repressive marks
are found on gene promoters and coding regions
and established by the repressive KMT present in
PRC2 (Polycomb repressor complex 2). Accordingly,
UTX and JMJD3 are described as transcriptional co-
activators involved in many processes, such as cell-
cycle progression, differentiation and development,
as well as inflammatory response. In mammals, UTX
controls cell-cycle progression through the transcrip-
tional activation of Rb interacting partners, thereby
co-ordinating the expression of proteins involved in
the Rb pathway (Wang et al., 2010). This function
seems to be evolutionarily conserved, as it is also
described in Drosophila and Caenorhabditis elegans
(Herz et al., 2010; Wang et al., 2010). JMJD3 is also
involved in cell-cycle control through the regulation
of the INK4-Arf locus (Agger et al., 2009; Agherbi
et al., 2009; Barradas et al., 2009). In addition, many
studies have reported a role for KDM6 histone
demethylases in development and differentiation:
mammalian UTX and JMJD3 are both co-activators
of HOX (homeobox) genes by demethylating
H3K27me2/3 on their promoters during differen-
tiation of various cell types, including embryonic
carcinoma cells, human fibroblasts and human em-
bryonic kidney cells and in a model of bone marrow
differentiation (Agger et al., 2007; De Santa et al.,
2007; Lee et al., 2007b). This function is conserved
in zebrafish, since UTX is essential for posterior de-
velopment through the regulation of HOX genes
(Lan et al., 2007a). In addition, JMJD3 is import-
ant for spinal cord development and establishment
of specific genetic programmes during neurogenesis
and epidermal differentiation (Akizu et al., 2010;
Burgold et al., 2008; Dai et al., 2010; Sen et al.,
2008).
Interestingly, in some instances, the activity of
KDM6 histone demethylases is used to resolve the
so-called bivalent promoters during the differen-
tiation process (Akizu et al., 2010; Burgold et al.,
2008). Bivalent promoters, first described in pluri-
potent cells, harbour both positive (H3K4me) and
negative marks (H3K27me), and can be activ-
ated or maintained repressed in response to spe-
cific developmental and/or differentiation pathways
(Bernstein et al., 2006; Mendenhall and Bernstein,
2008). These bivalent genes play key functions
in development and differentiation processes. Most
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importantly, RNA polymerase II is already recruited
on these promoters, although they are not tran-
scribed, leading to the notion that they are poised
for transcription to ensure that they will be expressed
at a precise window during development.
JMJD3 appears to be also important for the in-
flammatory response (De Santa et al., 2007; Satoh
et al., 2010), being induced in response to inflammat-
ory signals to activate genes important for immune
cells differentiation.Whereas H3K27 demethylation
by KDM6 enzymes often occurs on gene promoters,
some studies showed that they are also involved in
gene expression regulation at the elongation step. In
Drosophila, KDM6 (UTX) interacts with the elong-
ating polymerase II (Smith et al., 2008). Also, UTX
regulates the transcriptional activation of MyoD-
target genes during muscle differentiation in mam-
mals (Aziz et al., 2010).
The KDM7 family has been described very re-
cently and reviewed by Fortschegger and Shiekhattar
(2011). Three members have been identi-
fied: KDM7A/KIAA1718, KDM7B/PHF8 and
KDM7C/PHF2. KDM7A was characterized as a
dual histone demethylase specific for H3K9me1/2
and H3K27me1/2 (Tsukada et al., 2010). PHF8 and
PHF2 were initially identified as H3K9me1/2-
specific demethylases and bind toH3K4me3 through
their PHD domain. More recently, PHF8 was shown
to demethylate H4K20me1 and thus constitutes the
first described demethylase of H4K20 monomethyl-
ated state (Liu et al., 2010; Qi et al., 2010). In
addition, at least in vitro, PHF8 can also demethyl-
ate H3K27me1/2 (Liu et al., 2010). KDM7A is im-
portant for correct brain development in zebrafish,
chick embryos and mammalian cells (Huang et al.,
2010; Tsukada et al., 2010). The mechanism was ex-
plored only in mammalian cells, wherein KDM7A
activates neuronal-specific genes by demethylating
H3K9 and H3K27 at promoters. PHF8 interacts
with RNA polymerase I, as well as RNA polymerase
II (Feng et al., 2010; Fortschegger et al., 2010). It
localizes in nucleoli and is involved in the activation
of rDNA (ribosomal DNA) transcription by regulat-
ing H3K9me2 levels on promoters, a function shared
by PHF2 (Feng et al., 2010; Wen et al., 2010; Zhu
et al., 2010). Moreover, genome-wide data showed
that PHF8 binding correlates with RNA polymerase
II-dependent gene activation (Qi et al., 2010). PHF8
is associated with X-linked mental retardation, and
several studies demonstrate its implication in neur-
onal function in several species (Kleine-Kohlbrecher
et al. 2010; Qi et al. 2010; Qiu et al. 2010). The
demethylation of H4K20me1 by PHF8 is involved
in cell-cycle progression both at the G1/S transition
and at early mitosis (Liu et al., 2010). Interestingly,
genome-wide data suggest that the activity of PHF8
towards H4K20me1 depends on the location in the
genome, since PHF8 depletion leads to an increase
in H3K9me2 only in intergenic regions, whereas
bothH3K9me2 andH4K20me1 increase aroundTSS
(Qi et al., 2010).
KDM8/JMJD5 was recently shown to possess a de-
methylase activity towards H3K36me2. It particip-
ates in cell-cycle progression by activating the cyclin
A1 gene, being recruited on its coding region to de-
methylate H3K36me2 (Hsia et al., 2010). KDM8
also participates in both the human and Arabidopsis
circadian systems (Jones et al., 2010).
Cross-talks involving KDM
Much recent data indicate that histone demethylases
are major actors of chromatin cross-talks. The hall-
mark of these KDM-dependent cross-talks is that
at least one of the co-ordinately modified residues is
methylated, whereas the other(s) shares the same kind
of modification (methylation) or another one (acet-
ylation, phosphorylation, ubiquitination). The cross-
talk can involve residues present on the same histone
or on distinct histones. Here, we will first present the
three characterizedmechanisms by which KDMs par-
ticipate in chromatin cross-talks (these cross-talks are
summarized in Table 2 and illustrated in Figure 2).
We will then describe how these mechanisms are in-
tegrated to bring about establishment of known chro-
matin cross-talks. For clarity, cross-talks between dis-
tinct methylated residues have been separated from
those involving other kinds of modifications.
Mechanisms of cross-talks involving KDMs
Three main mechanisms of cross-talks involving
KDM have been described (see Figure 3 for a schem-
atic representation of these mechanisms):
(i) The first one is the ‘docking’ mechanism, mean-
ing that a histone demethylase is recruited by a pre-
viously established histone modification through a
modification-binding module. This mechanism links
the modification recognized by histone demethylase
with the absence of methylation on the residue
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Table 2 Cross-talks involving KDM
Enzyme modifying
KDM Specificity Cross-talk* the second residue Mechanism Tsp† Reference
KDM1A H3K4me1/2 H3K9/H3K4 H3K4 KMT complex Co-recruitment + Roesch et al., 2010
H3K9me1/2 H3K4/H3K9 Substrate change − Metzger et al., 2005; Lee et al.,
2005
H3K9/H3K4 Set1, KDM5B Co-recruitment + Li et al., 2008
H3K9/H3T6 PKCβ1 (T6 kinase) Substrate change + Metzger et al., 2010
H3K4/histones HDACs Co-recruitment − Lee et al., 2005; Shi et al., 2005
KDM1B H3K4me1/2 H3K4/H3K9 G9a Co-recruitment + Fang et al., 2010
KDM2B H3K36me1/2 H3K36/H2A dRAF complex Co-recruitment − Lagarou et al., 2008
Ring1B Co-recruitment − Gearhart et al., 2006; Sanchez
et al., 2007
KDM4C H3K9me2/3 H3K9/H3T11 PRK1 Substrate change + Metzger et al., 2008
H3K36me2/3
KDM5A H3K4me2/3 H3K4/H3K27 Ezh2 Co-recruitment − Pasini et al., 2008
H3K4/histones HDAC1/2 Co-recruitment − Van Oevelen et al., 2008;
Moshkin et al., 2009
KDM5B H3K4me2/3 H3K9/H3K4‡ LSD1, Set1 Co-recruitment + Li et al., 2008
KDM5C H3K4me2/3 H3K4/H3K9 Docking − Iwase et al, 2007
KDM6A H3K27me2/3 H3K27/H3K4 MLL complexes Co-recruitment + Cho et al., 2007; Lee et al.,
2007; Chaturvedi et al., 2009
KDM6B H3K27me2/3 H3K27/H3K4 H3K4 KMT complex Co-recruitment + De Santa et al., 2007; Agherbi
et al., 2009
KDM7A H3K9me1/2 H3K27/H3K9§ + Huang et al., 2010
H3K27me1/2
KDM7B H3K9me1/2
H3K27me1/2
H3K9/H3K4 H3K4 KMT complex Co-recruitment + Fortschegger et al., 2010;
Kleine-Kolhbeceher et al.,
2010; Qi et al., 2010; Qiu
et al., 2010; Liu et al., 2010
H4K20/H3K4 Docking + Qi et al., 2010
KDM7C H3K9me1/2 H3K9/H3K4 Docking + Feng et al., 2010
*In the cross-talk column, the two residues that cross-talk together are indicated, with the demethylated site presented first.
†Tsp, transcriptional outcome.
‡In this case, KDM5B (lid) serves as a platform protein to recruit LSD1 and SET1, but its demethylase activity is inhibited.
§In this case, H3K27 and H3K9 are both demethylated by KDM7A.
targeted by histone demethylase. One example is the
recruitment of the Lys-9-specific PHF8 and PHF2
histone demethylases to H3K4me3/me2 through
their PHD domain, thereby participating in the mu-
tual exclusion between H3K4 and H3K9 methyla-
tion (Feng et al., 2010; Zhu et al., 2010; Wen et al.,
2010).
(ii) The second one is ‘co-recruitment’, mean-
ing that many enzymatic activities are recruited
together. Such co-recruitment leads to the estab-
lishment of many modifications at the same time,
thereby allowing an accurate co-ordination between
these modifications. Note that when it involves a
histone demethylase, this mechanism generally links
other modifications with the absence of methylation
of the residue targeted by the histone demethylase,
although some cases have been described wherein
the histone demethylase is essential to recruit other
cofactors but not to demethylate. This mechanism
is best illustrated on HOX gene promoters, where
a complex containing both the H3K27 demethylase
UTX and the H3K4 methyltransferase MLL (mixed
leukaemia lineage) complexes links the establishment
of the H3K4me3 active mark to the removal of the
polycomb-mediated H3K27me3 repressive modific-
ation (Lee et al., 2007b).
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Figure 2 Schematic representation of cross-talk mechanisms
(A) ‘Docking’ mechanism: A histone demethylase is recruited by a pre-existing modification and demethylates a neighbouring site.
The example of PHF8, which binds to H3K4me2/3 and demethylates H3K9me1/2, is shown. (B) ‘Co-recruitment’: Two histone
modifying enzymes are recruited together and therefore modify chromatin at the same locus. The example of the co-recruitment
of the H3K4 KDM RBP2 and the H3K27 KMT Ezh2, which links demethylation of H3K4me2/3 with H3K27me3, is shown.
(C) ‘Modification of substrate’: The presence of a neighbouring modification affects the activity of the histone demethylase. The
example of H3T6 phosphorylation, which shifts LSD1 specificity from H3K4me1/2 to H3K9me1/2, is shown.
(iii) The third one, more original, is ‘modification
of substrate’, meaning that a modification of a neigh-
bouring residue on histones can change the activity
or specificity of histone demethylases. A good ex-
ample is provided by phosphorylation of Thr-6 of H3,
which can modulate the activity of LSD1, a histone
demethylase with dual specificity for H3K4me1/2 or
H3K9me1/2. The presence of H3T6P on AR-target
genes leads to the inhibition of LSD1 activity towards
H3K4me, and thus enables LSD1 to preferentially
demethylate H3K9me (Metzger et al., 2010).
Cross-talks between two methylated residues
Mutual exclusion between methylation of Lys-4
and Lys-9
The cross-talk between H3K4 and H3K9 methyla-
tion exemplifies the various mechanisms that euka-
ryotic cells use to achieve the correct establishment
of histone codes. Methylated H3K4 and H3K9 are
histone marks involved in transcriptional regulation,
as well as in maintaining chromatin structure. It has
long been known that these two marks with oppos-
ite roles in transcription are mutually exclusive, with
H3K4me3 correlating with gene activation, whereas
H3K9me3, me2 with gene repression. This mutual
exclusion is also found in heterochromatin, which is
highly enriched in H3K9me3 (H3K9me2 in yeast)
and devoid of H3K4me3. Recent reports indicate
that the mutual exclusion between H3K4 and H3K9
is an active process involving KDM, ensuring that
these two residues are not methylated at the same
locus. Importantly, recent advances have shown that
this cross-talk can be mediated by various mechan-
isms and is clearly representative of how such mech-
anisms can be integrated to specify amutual exclusion
between two chromatin modifications.
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Figure 3 Schematic representation of some histone modification cross-talks involving KDM
Histone tails and their modifications participating in KDM-mediated cross-talks are represented. The lines link cross-talking
residues (black lines: methylation/methylation cross-talks; blue lines: methylation/phosphorylation cross-talks; purple lines:
methylation/ubiquitination cross-talks). The various KDMs involved are mentioned above or below the specific residue they
demethylate.
The first mechanism involves the recognition of a
methylated residue by an enzyme able to demethylate
the other lysine residue (‘docking’ mechanism). Such
a mechanism has been shown to occur on the rDNA
locus (Feng et al., 2010; Fortschegger et al., 2010;
Kleine-Kohlbrecher et al., 2010; Qi et al., 2010; Qiu
et al., 2010). The Lys-9-specific PHF8 and PHF2
histone demethylases can be recruited by an interac-
tion between their PHD domain andH3K4me3/me2
at rDNA regulatory regions (Feng et al., 2010; Zhu
et al., 2010; Wen et al., 2010). They can then induce
the local demethylation of H3K9, thus participating
in transcriptional activation of rDNA transcription.
Structure–function studies have demonstrated that
both the PHD domain and the JmjC domain are
required for PHF8-dependent activation of rDNA
transcription. A similar mechanism is probably
involved at other promoters, since genome-wide
studies in human cells have shown that PHF8 binds
on active or poised promoters and acts as a general
transcriptional co-activator through Lys-9 demethyl-
ation. In addition, it was shown that a functional
PHD domain is essential for the co-activator function
of PHF8, at least in transactivation assays, suggesting
the importance of the PHD domain in this context
(Fortschegger et al., 2010). In addition, it was re-
cently shown that binding of PHF8 to H3K4me2/3
increases its enzymatic activity towards H3K9me1/2
(Fortschegger et al., 2010). A symmetric example is
provided by the histone demethylase SMCX, which
binds H3K9me3 through its PHD domain and
demethylates H3K4me3. A mutation of SMCX near
the PHD domain affects H3K9me3 binding and
decreases demethylase activity toward H3K4me3,
illustrating the modulation of SMCX activity by
H3K9 methylation (Iwase et al., 2007). In these
two examples, the binding of a specific KDM on a
modified residue not only allows the recruitment of
the enzyme at the right place but also favours the
catalytic reaction.
Another cross-talk mechanism participating in the
mutual exclusion between methylated H3K4 and
H3K9 relies on the presence in the same complex
of proteins carrying distinct chromatin-modifying
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activities (‘co-recruitment’mechanism). For example,
the Lys-4-specific demethylase (LSD2) interacts with
a Lys-9 KMT (G9a): LSD2 is enriched throughout
the transcribed regions on a set of genes defined
as its specific targets by genome-wide analysis, and
interacts with the H3K9 KMT G9a and elonga-
tion factors. Depletion of LSD2 in cells leads to
an increase in H3K4me2 associated with a decrease
in H3K9me2, suggesting that LSD2 allows H3K9
methylation by G9a on these genes (Fang et al.,
2010). The existence of an opposite complex was
also demonstrated between the Lys-9-specific KDM
PHF8 and a Wdr5/Ash2-containing H3K4 methyl-
transferase complex. This complex is important for
rDNA transcriptional regulation (Feng et al., 2010),
ensuring that Lys-9 demethylation and Lys-4methyl-
ation take place together. Indeed, PHF8 methylates
H3K9me1/2 on rDNA promoters through the recog-
nition of H3K4me3 by its PHD domain. In addition,
Wdr5 knockdown leads to a decrease in H3K4me3
and of PHF8 binding on the rDNA promoter and
coding region. This mechanism co-operates with the
direct recognition of H3K4me3 by PHF8 to mediate
full demethylation of H3K9 and to drive the tran-
scriptional activation of rDNAgenes. Finally, another
example of co-recruitment is provided by a study re-
porting the concomitant presence of the Lys-4/Lys-
9-specific LSD1 demethylase and Wdr5 (a compon-
ent of MLL1 Lys-4-specific KMT complex) on the
GH (growth hormone) promoter in lactotrope cells
of the pituitary gland when the gene is expressed.
The authors of that study proposed that the coupled
demethylation of H3K9 and methylation of H3K4
participates in activating transcription in this context
(Wang et al., 2007).
Strikingly, probably to ensure the fine-tuning of
gene expression, some complexes (as well as some
enzymes; see below for LSD1) contain multiple en-
zymatic activities with theoretically opposite func-
tion in transcription. However, in these cases, the
activity of enzymes that could potentially abolish
the mutual exclusion between H3K4 and H3K9
methylation is tightly regulated, ensuring that his-
tone H3K4 or H3K9 methylation or demethylation
does not occur at the wrong place. An example of
such regulation concerning histone demethylases is
the co-ordination between H3K4 demethylation by
Lid2 (the yeast homologue of KDM5B) and methyl-
ation of H3K9 by the KMT Clr4 (Li et al., 2008).
These enzymes are both present in a repressive com-
plex that is important for the formation of hetero-
chromatin, for Lid2 demethylating H3K4 and for
Clr4 methylating H3K9. Interestingly, Lid2 is also
involved in genes regulation in euchromatin. The
authors show that Lid2 can participate in the repres-
sion of specific promoters through H3K4 demethyla-
tion.However, surprisingly, Lid2 is also important for
transcription of active genes. In that case, it does not
function through its enzymatic activity, but it allows
the recruitment of Lsd1 and Set1 to create an H3K9
hypomethylated (through LSD1 activity) and H3K4
hypermethylated (through Set1 activity) and thus a
transcriptionally competent state. In the context of
the Lsd1- and Set1-containing complex, the H3K4
demethylase activity of Lid2 is therefore completely
inhibited, underlining the idea that a KDM can be
present at a chromatin locus but can be catalytically
inactive.
The correct establishment of H3K4 and H3K9
patterns can also be mediated through the tight
control of the specificity of an enzyme. This was
shown in particular for LSD1: LSD1 presents a double
specificity towards methylated H3K4 and H3K9
residues and, depending on the gene context, can de-
methylate either H3K4me1/2 (when associated with
the coREST repressive complex) or H3K9me1/2 [on
ER (oestrogen receptor) or AR-target promoters],
participating in transcriptional repression or activ-
ation respectively. The exact mechanism responsible
for this change of specificity is not completely elu-
cidated for the moment, but it has been proposed to
involve cofactors, such as Pelp1 (proline glutamic
acid- and leucine-rich protein 1), a newly identi-
fied proto-oncogene product that acts as an ERα co-
activator. The authors proposed the following model
for ERα-target gene activation: ligand-bound ERα
targets Pelp1 and LSD1 on promoters, and may al-
low Pelp1 to bind H3K4me2 through its glutamic
acid- and aspartic acid-rich domain. The interac-
tion of Pelp1 with LSD1, in the presence of ERα,
switches LSD1 demethylase activity from H3K4
to H3K9, thereby inducing LSD1-mediated H3K9
demethylation and consequently transcriptional ac-
tivation (Nair et al., 2010). Interestingly, a recent
study proposed an alternative mechanism to regu-
late LSD1 activity on AR-target genes, mediated by
phosphorylation of a neighbouring histone residue. In
that study, the authors showed that phosphorylation
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of Lys-6 of H3 by the PKCβI (protein kinase CβI;
also known as PRKCβ) can modulate the substrate
specificity of LSD1 (Metzger et al., 2010). Indeed,
PKCβI, which is part of the AR signalling path-
way downstream of the PRK1 kinase (described be-
low), phosphorylates H3T6 in the regulatory regions
of AR-targeted genes, thereby preventing LSD1 to
demethylate H3K4me2 (and thus favours transcrip-
tion). Interestingly, in an in vitro demethylase assay,
the authors observed that H3T6 phosphorylation also
impedes the demethylation of H3K4 by JARID1B,
suggesting that such an event may be a general mech-
anism for protecting a residue from being demethyl-
ated. This study represents the best example of how
KDM specificity can be regulated by a neighbour-
ing modification, illustrating the third mechanism
of chromatin cross-talks (‘modification of substrate’
mechanism). In addition, it highlights the import-
ance of the tight regulation of histone H3K4 and
H3K9 methylation in ensuring the correct mutual
exclusion between the twomodifications. These stud-
ies on LSD1 can provide a paradigm of how histone
demethylases harbouring multiple specificities (such
as LSD1 but also KDM4/JMJD2 and PHF8) are regu-
lated to orientate their demethylase activity towards a
specific residue. This question is particularly interest-
ing when methylation of these residues is associated
with different transcriptional outcomes.
Lys-4/Lys-27 cross-talk
A second important example is the cross-talk between
H3K4 methylation and another repressive mark,
H3K27 methylation. These two modifications are
largely associated with different transcriptional out-
comes (H3K4 trimethylation on promoters with
transcriptionally active genes and H3K27 methyl-
ation on promoters and transcribed region with tran-
scriptionally silent genes), as described above for Lys-
4 and Lys-9, and are thus largely mutually exclusive.
The mutual exclusion between methylation of
H3K4 and H3K27 mainly relies on the existence
of complexes containing two different enzymatic
activities (‘co-recruitment’ mechanism). It has been
known for a long time that these opposing marks
are set up by the PcG and TrxG (thritorax
group) proteins, mediating respectively H3K27
and H3K4 methylation. The involvement of his-
tone demethylases in the regulation of PcG tar-
geted genes has been described recently: the H3K4-
specific histone demethylase RBP2 interacts with the
H3K27 methyltransferase Ezh2, a known compon-
ent of the polycomb PRC2 complex. Through this
interaction, RBP2 is recruited on PRC2-targeted
genes in ES cells, either pluripotent or differenti-
ating, and is necessary for the silencing of devel-
opmental genes by creating a repressive environ-
ment through H3K4 demethylation and H3K27
hypermethylation (Pasini et al., 2008). Conversely,
H3K4 methylation is coupled to H3K27 demethyl-
ation in the case of gene activation. Several H3K4
methyltransferases have been described in mam-
mals, including Set1 (the only H4 KMT found in
yeast) and MLL proteins (MLL1–5; Ansari and Man-
dal, 2010). The enzymatic activity of MLL pro-
teins depends on their association with other
proteins forming distinct multiprotein complexes
sharing the same core subunits: Wdr5, Ash2 and
RbPP5. The H3K27 demethylases UTX and JMJD3
were recently found to be part of distinct H3K4MLL
KMT complexes, playing a role in transcriptional ac-
tivation by couplingH3K27demethylation toH3K4
methylation. For example, in mammals, the activa-
tion of HOX genes involves an interaction between
UTX and MLL2/3 complexes that links the estab-
lishment of the activating H3K4me3 to the removal
of repressive H3K27me3 marks (Lee et al., 2007b).
In addition, UTX also interacts with MLL3/4 com-
plexes, although the role of this interaction is still
unknown (Cho et al., 2007). Moreover, JMJD3 was
shown to interact with components of the core of
H3K4 KMT complexes (Wdr5, RbBP5 and Ash2L)
(De Santa et al., 2007) and both enzymatic activities
act in concert to create a low H3K27me3 and high
H3K4me3 environment on the Ink4-Arf locus to in-
duce transcriptional activation of the gene (Agherbi
et al., 2009; De Santa et al., 2007). Such a mechan-
ism was also suggested in Drosophila, since dUTX
mutant flies exhibit a global increase in H3K27me3
accompanied by a significant decrease in H3K4me1
methylation (Herz et al., 2010).
An interesting case of co-ordination between
H3K4 methylation and H3K27 demethylation (in
that it provides some insights into the dynamics of the
cross-talk) is the transcriptional control of muscle-
specific genes during myogenic differentiation. Prior
to differentiation, muscle-specific genes are main-
tained repressed by the PcG family member, Ezh2, a
KMT specific for H3K27me3 deposition. In response
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to environmental signals, the MLL2 H3K4 KMT
and UTX act in concert to overcome the repression
by methylating H3K4 and demethylating H3K27
respectively. Recent studies on the myogenin gene
suggest a model in which sequential events are ne-
cessary to achieve muscle gene expression, involving
the co-operative action of at least three muscle tran-
scription factors, MyoD, Mef2d and Six4. The bind-
ing of these factors to muscle-specific loci defines a
transcriptional-competent state in which promoters
are poised for transcription by the loading of theRNA
polymerase II, the HATs p300 (a transcriptional ac-
tivator protein required to drive p53 expression)
and P/CAF [p300/CREB (cAMP-response-element-
binding protein)-binding protein-associated factor]
and UTX. Indeed, MyoD recruits p300 and P/CAF
that acetylate H3 and H4 tails, opening chromatin at
muscle-specific loci. Six4 is then recruited together
with its interacting partner UTX, which demethyl-
ates H3K27me3 at promoters, but not in the coding
region of the gene. Mef2d, already loaded on pro-
moters, is then phosphorylated by the p38αmitogen-
activated protein kinase. Phosphorylated MEF2 re-
cruits the H3K4 Ash2L/MLL2 KMT complexes to
the promoter, resulting in H3K4 trimethylation at
the 5′-end of the gene. RNA polymerase II is then
phosphorylated at Ser-2 in its CTD (C-terminal do-
main) by MyoD-recruited pTEFb. UTX then inter-
acts with the CTD phosphorylated elongating RNA
polymerase II, and demethylates H3K27 across the
coding region of the gene, allowing transcriptional
elongation and appropriate muscle gene expression.
This regulation has been recently reviewed in Aziz
et al. (2010). Noticeably, muscle-specific genes are
not the only example in which a cross-talk between
H3K4 methylation and H3K27 demethylation was
shown important to be for regulating transcription at
the step of elongation. Indeed, the demethylation of
H3K27me3 in transcribed region by UTX is coupled
with MLL2-mediated H3K4 trimethylation at the
adult β-globin gene when it is actively transcribed
(Chaturvedi et al., 2009).
These studies highlight the importance of the
co-ordination between H3K4 and H3K27 methyl-
ation status on promoters in defining the appropriate
chromatin environment for gene expression regula-
tion. Importantly, in pluripotent cells, K4met and
K27met can be present together on the so-called
‘bivalent’ promoters, which represent promoters in a
silenced configuration but poised for rapid activation
when differentiation is triggered (and which thus can
be activated or repressed depending on the develop-
mental pathway). This suggests that the mechanisms
ensuring the mutual exclusion of these two modific-
ations must be tightly regulated and do not operate
on these bivalent promoters. Understanding this reg-
ulation is clearly a major challenge in the next few
years.
Other cross-talks between methylated residues
Examples of cross-talks involving histone de-
methylases between other methylated residues are
scarce, but should increase as our knowledge of his-
tone demethylase biology will be improved. Recent
studies showed that PHF8, which is also involved in
H3K4/H3K9 cross-talks (see above), can recognize
K4me2/3 on E2F1-regulated genes to demethylate
H4K20me1 in the coding region and enable their
transcriptional activation and the G1/S transition
(Liu et al., 2010). Moreover, PHF8 interacts with
the transcriptional regulator HCF-1 that is known
to interact with the H3K4-KMT-containing MLL
complex, coupling H4K20me1 demethylation with
H3K4me2 deposition (Tyagi et al., 2007). In ad-
dition, the discovery of the demethylation activity
of KDM7A towards H3K9me1/2 and K3K27me1/2
(Huang et al., 2010) raises the possibility of the core-
gulation of H3K9 and H3K27 methylation, both
associated with transcriptional repression. This con-
certed erasure of H3K9me2 and H3K27me2 was de-
scribed on the follistatine gene during brain devel-
opment (Huang et al., 2010). In this case, the co-
regulation comes from the fact that the same enzyme
harbours the two enzymatic activities.Whether other
histone modifications or the presence of interacting
partners changes the specificity of this enzyme, as
described above for LSD1, is an open question.
Cross-talks between methylated residues and
others
Theoretically, through the various mechanisms de-
scribed in Figure 3, cross-talks between any modific-
ations could exist. Despite our recent knowledge of
histone demethylase functions, these enzymes have
been shown to be involved in cross-talks with his-
tone acetylation, histone ubiquitination and histone
phosphorylation.
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Cross-talks between methylated lysine residues and
acetylated residues
The presence of LSD1 in the HDAC-containing
coREST complex (see above) provided the first
example of such cross-talks. Indeed, LSD1 inter-
acts with coREST on target genes, linking his-
tone deacetylation to H3K4 demethylation during
gene silencing (Lee et al., 2005; Shi et al., 2005;
Yang et al., 2006). LSD1 exhibits higher demethylase
activity on a hypoacetylated nucleosome substrate,
suggesting that HDACs contained in the coREST
complex first deacetylate histones, allowing H3K4
demethylation by LSD1. However, the most de-
ciphered example of methylation/acetylation cross-
talks was described in Saccharomyces cerevisiae and
operates during the elongation step of RNA poly-
merase II-dependent transcription (Lee and Shil-
atifard, 2007). It involves the Set2 H3K36 KMT
and the Sin3 co-repressor complex that contains the
Rpd3 deacetylase. During elongation, Set2 inter-
acts with the Ser-2-phosphorylated elongating RNA
polymerase II and trimethylates H3K36me3 in the
body of actively transcribed genes. The Sin3 co-
repressor complex is then recruited, thanks to a bind-
ing module for H3K36me3 and deacetylates nuc-
leosomes, leading to chromatin condensation after
the passage of elongating RNA polymerase II. This
mechanism prevents the cell from producing abort-
ive mRNA through cryptic initiation sites of tran-
scription. Such a mechanism is probably conserved in
Saccharomyces pombe, since the homologue Sin3 com-
plex is also involved in impeding cryptic initiation of
transcription within the body of actively transcribed
genes (Nicolas et al., 2007).
However, because the H3K36me3 mark estab-
lished after the passage of elongating polymerase II
closes the chromatin, it has to be removed to al-
low another round of transcription. New insights
from a study in Drosophila suggest that this re-
moval is brought about by the H3K36me2/3 de-
methylase dKDM4A. Indeed, dKDM4A interacts
with HP1α in the coding region of the gene, lead-
ing to an increase in its H3K36 demethylase activ-
ity in a manner dependent on the binding of HP1α
to H3K9me3. These results suggest that the pres-
ence of H3K9me3 in gene coding regions [which has
been known for many years to correlate with tran-
scription (Vakoc et al., 2005)] is to recruit H3K36
demethylase activity (Lin et al., 2008). These ob-
servations led some authors to propose a model in-
volving the dKDM4A H3K36 demethylase in reini-
tializing chromatin states after RNA polymerase II-
dependent transcription (Wallrath and Elgin, 2008).
This work opens interesting insights into the control
of the elongation step of transcription and how pre-
cisely cross-talks operate between at least three dif-
ferent marks (H3K36, H3K4 and acetylated histone)
to ensure fine-tuning of gene expression by reset-
ting chromatin states after the passage of elongating
PolII.
In mammals, a similar co-operation was de-
scribed between the Sin3 complex and the H3K4-
specific RBP2. The Sin3 complex, which contains
HDAC1/2, is involved in the permanent silencing
of E2F-dependent genes in terminally differentiated
muscle cells, by allowing the co-ordination between
global deacetylation and H3K4 demethylation. In-
deed, RBP2 interacts with Sin3, being recruited on
E2F-dependent genes in an E2F4-dependent manner,
leading to concerted deacetylation and H3K4 de-
methylation (van Oevelen et al., 2008). Sin3 is also
involved in transcriptional activation of genes linked
to muscle differentiation, suggesting that Sin3 may
operate on these genes by a mechanism similar to
that described above in yeast (van Oevelen et al.,
2010).
Importantly, the participation of the Sin3 co-
repressor in the co-ordination between H3K4 de-
methylation and histone deacetylation seems to be
highly conserved throughout evolution. Indeed, in
Drosophila, two distinct Sin3 complexes both con-
taining KDM5 (Lid) associate with distinct histone
chaperones [NAP1 (nucleosome assembly protein 1)
and ASF1] to participate in Notch-mediated repres-
sion. The first complex (called LAF) contains the
HDAC Rpd3 and the second one (called RLAF) lacks
Rpd3. Consequently, LAF induces the demethylation
of H3K4 by KDM5 and histone deacetylation by
Rpd3, whereas RLAF induces only KDM5-mediated
H3K4 demethylation on enhancers and promoters
of Notch-target genes. Moreover, a loss of function
strategy showed that both complexes are required
for Notch-mediated repression (Moshkin et al.,
2009).
These examples highlight the prominent role me-
diated by Sin3-containing complexes and interacting
demethylases in mediating the cross-talks between
histone methylation and acetylation.
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Cross-talk between methylated and ubiquitinated
residues
Both H2A (ubH2A) and H2B (ubH2B) core his-
tones are known to be mono-ubiquitinated in
higher eukaryotes (at Lys-119 and -120 respect-
ively), whereas only H2B is ubiquitinated in yeast
(at Lys-123). ubH2A and ubH2B are involved in
both gene activation and repression. Cross-talks in-
volving ubH2A/B operate in trans with methyla-
tion of H3 residues, and either methylation or ubi-
quitination, can be the priming event. Methylated
residues described to cross-talk with Ub-H2BA/B
are Lys-4, -79, -9 and -27 of histone H3. Well-
known examples include the requirement of H2B
mono-ubiquitination to trimethylate H3K4 by the
Set1-containing COMPASS complex and H3K79
by Dot1 in yeast (Weake and Workman, 2008), a
mechanism conserved in higher eukaryotes to pro-
mote transcription. Another well-described example
is provided by the cross-talk between ubH2A and
methylated H3K27 through the PcG repressor com-
plexes. In Drosophila, the Ezh2-containing PRC2
complex trimethylates H3K27 on the gene, allowing
the recruitment of the ubiquitin ligase-containing
PRC1 complex that monoubiquitinates H2A on
Lys-119 to establish a repressive state (Martin and
Zhang, 2005; Schwartz and Pirrotta, 2007). Many
other studies describing the establishment of cross-
talks involving histone methyl transferases and ubi-
quinated marks have been described and are re-
viewed elsewhere (Shukla et al., 2009; Suganuma and
Workman, 2008). Not surprisingly, histone de-
methylases that counteract H3K27 methylation in-
directly control UbH2A. In the study describing
the initial characterization of UTX as a H3K27 de-
methylase, the authors showed that on the HOXA13
andHOXC4 gene promoters, UTX is recruited to de-
methylate H3K27me3 and counteracts PRC1 bind-
ing as well as ubiquitination of H2A. Indeed, the
transfection of siRNA (small interfering RNA) tar-
geting UTX leads to an increase in PRC1 occupancy
and H2A ubiquitination on promoters (Lee et al.,
2007b).
Interestingly, a more direct link between an H2A
ubiquitinating enzyme and the H3K36 demethylase
KDM2B has been uncovered. By using proteomic
approaches, two studies characterized physical in-
teractions between the E3 ligase RING1B respons-
ible for mono-ubiquitination of H2A, the H3K36
demethylase KDM2B and the co-repressor com-
plex BCor, describing for the first time a link
between H3K36 demethylation and H2A mono-
ubiquitination (Gearhart et al., 2006; Sanchez et al.,
2007). Interestingly, a recent report provides insights
into the mechanisms ensuring the co-ordination of
H3K36 demethylation and ubH2A in Drosophila.
In that study, the authors unravelled the exist-
ence of a novel polycomb-silencing complex dis-
tinct from PRC1, named dRAF (Drosophila RING-
associated factors; which can ubiquitinate H2A;
RING stands for really interesting new gene), asso-
ciated with the Drosophila dKDM2 demethylase spe-
cific forH3K36me2.Using a loss of function strategy,
they showed that dRAF and dKDM2 regulate over-
lapping transcriptomes and co-operate to repress
transcription. The authors propose that dKDM2 is
responsible for the removal of the H3K36me2 and
promotes the repressive H2A ubiquitination by the
dRAF complex on target genes (Lagarou et al., 2008).
Cross-talks between methylated lysine residues and
phosphorylated residues
Strikingly, two examples of cross-talks involving a
KDM between histone phosphorylation and methyl-
ation have been described, and both demonstrate that
phosphorylation regulates the function of a KDM by
enhancing its catalytic activity or by switching its
substrate specificity from one residue to another. The
first example of such a mechanism was provided in
the case of JMJD2C. During androgen-dependent
gene activation, the enzymatic activity of JMJD2C
towards H3K9me3/me2 is increased by phosphoryla-
tion of the adjacent residue Lys-11 on H3 mediated
by PRK1. The authors of the study showed that the
inhibition of PRK1 function abolishes H3T11 phos-
phorylation on AR-target gene promoter, decreases
androgen-dependent H3K9 demethylation and so
impairs gene activation (Metzger et al., 2008). In ad-
dition, as already described above, phosphorylation
of Lys-6 of H3 by PKCβ1, a downstream effector of
PRK1, can modulate the substrate specificity
of LSD1 in the context of androgen-dependent tran-
scriptional activation. By ChIP analysis, PKCβ1 was
found recruited on AR-target genes with AR and
LSD1. Moreover, the authors showed that down-
regulation of PKCβ1 leads to the inhibition of Lys-
6 phosphorylation and enhances H3K4 demethyla-
tion. Phosphorylation of H3T6 by PKCβ1 prevents
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LSD1 activity towards H3K4me and so enables LSD1
to preferentially demethylate H3K9 (Metzger et al.,
2010). These two studies provide insights into the
regulation of AR-dependent transcriptional activa-
tion and underline the involvement of H3 phos-
phorylation on threonine residues in the modulation
of KDM activities in order to enable the removal of
repressive chromatin marks. Whether phosphoryla-
tion of histones is a major regulator of methylation
states through changes in histone demethylase activ-
ity is a tempting hypothesis that deserves to be further
investigated.
Conclusion and future prospects
Clearly, the examples described in this review indic-
ate that histone demethylases are involved in various
chromatin cross-talks. There is no doubt that ongo-
ing and future studies will uncover the major role
played by these enzymes in co-ordinating the depos-
ition/removal of methylated residues, ensuring the
co-ordinated ‘writing’ of the histone code. Whereas
most of the described histone cross-talks involving
histone demethylases are important for transcription,
they are also probably involved in other chromatin-
related processes, such as replication, recombination
or DNA repair. Along this line, a study reports
that a JMJD3–MLL1 complex regulates the replic-
ation of Ink4–Arf locus in early S-phase (Agherbi
et al., 2009). In addition, besides co-ordinating the
covalent modifications of histones, as discussed in
this review, recent results indicate that histone de-
methylase function is linked to DNA methyla-
tion, since histone demethylases can affect DNA
methylation, and conversely, DNA methylation con-
trols histone demethylases recruitment (Cheng and
Blumenthal, 2010). How histone demethylation
relates to other types of chromatin remodelling, such
as ATP-dependent chromatin remodelling or histone
variant incorporation, undoubtedly deserves to be in-
vestigated.
Apart from understanding how the distinct chro-
matin landscapes are established, the other major
challenge in the field is to understand how they are
read and how the readers communicate with the other
transcriptional regulators. Indeed, the existence of
these cross-talks tends to create only a small fraction
of the theoretically possible combinatorial modific-
ation patterns across the genome. A higher degree
of complexity is likely to be brought about by the
combination of transcription factors present on the
promoter (an example of the myogenin gene) and
specific readers/effectors of this histone code (such as
HP1 family members) to ensure the fine-tuning of
gene expression. The readers can be either modify-
ing enzymes themselves that will communicate with
the general transcription machinery, or components
of this machinery (Gardner et al., 2011). Thus the
transcriptional outcome results from the combined
reading of both ‘genetic’ and ‘histone’ codes by ded-
icated proteins. Obtaining a precise view of how these
differentmechanisms are co-ordinated to ensure tight
control of the various steps of transcription is chal-
lenging, but is required if we are to understand how
the correct gene expression patterns associated with
specific cell fate decisions are established.
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